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Nas últimas décadas, tornou-se crescente a discussão sobre a participação da fauna silvestre 
na epidemiologia das zoonoses, especialmente devido à emergência e reemergência de 
enfermidades infecciosas e parasitárias, a modificações ambientais crescentes e à 
consolidação da abordagem “Saúde Única”. A área de proteção ambiental (APA) do 
município de Campinas, estado de São Paulo, sofreu intensas modificações a partir da década 
de 1960, decorrentes, em sua maioria, de expansão urbana. Neste ambiente degradado, a 
fauna silvestre passou a coabitar com o homem e animais domésticos, o que pode estar 
relacionado à ocorrência de zoonoses na APA, como a leishmaniose tegumentar, leishmaniose 
visceral (LV) e febre maculosa brasileira (FMB). Assim, este estudo objetivou investigar a 
circulação de agentes dessas três infecções zoonóticas, além do agente da doença de Chagas 
(Trypanosoma cruzi), entre animais da fauna silvestre da APA de Campinas. Para isso, foram 
empregadas técnicas sorológicas e moleculares em amostras biológicas colhidas de 82 
mamíferos silvestres capturados em 18 áreas da APA entre abril de 2014 e março de 2015. A 
detecção de anticorpos para Rickettsia rickettsii, principal agente da FMB, foi realizada por 
meio da reação de imunofluorescência indireta em amostras de soro de 54 gambás (Didelphis 
spp.), considerados hospedeiros amplificadores das riquétsias. Um D. albiventris (gambá-de-
orelha-branca) apresentou título de anticorpos de 128. Adicionalmente, o DNA de riquétsias 
foi pesquisado em amostras sanguíneas de todos os mamíferos capturados. Não houve 
detecção molecular, resultado esperado, considerando-se a localização das riquétsias em 
células endoteliais e o período de riquetsemia, em geral, curto. Por outro lado, verificou-se a 
circulação de tripanossomatídeos patogênicos entre mamíferos amostrados. Dez animais 
apresentaram anticorpos anti-Leishmania e cinco exibiram o DNA do parasita em amostras de 
sangue e/ou pele. O sequenciamento genético permitiu identificar a infecção pelo agente da 
LV, Leishmania (L.) infantum, em quatro animais (um sagui e três gambás). Um D. 
albiventris apresentou infecção por Leishmania subgênero Viannia, não sendo possível 
determinar a espécie do parasita pela análise de dissociação de alta resolução e análise do 
polimorfismo no comprimento de fragmentos de restrição. O DNA de T. cruzi foi detectado 
em amostras sanguíneas de três D. albiventris e um deles exibiu o parasita em amostras 
colhidas em duas capturas, num intervalo de três meses. Todos os animais infectados pelos 
agentes das leishmanioses e da doença de Chagas estavam nas proximidades de residências no 
momento da captura, particularmente em dois condomínios onde há transmissão de LV entre 
cães. Os resultados reiteram a preocupação crescente com relação à interface fauna silvestre-
  
 
homem-animais domésticos em habitats fragmentados. Atividades de vigilância são 
necessárias para esclarecer outros fatores relativos ao ciclo de transmissão de T. cruzi na 
região da APA, como a fauna de triatomíneos e a infecção em cães, considerados sentinelas 
ao risco de infecção humana. No que se refere à LV, o programa de controle brasileiro deve 
considerar as particularidades de cada área de transmissão. Medidas como a eliminação do 
reservatório canino podem ser ineficazes em áreas como a APA, onde o parasita circula entre 
animais da fauna silvestre. 
 























In recent decades, there has been a growing discussion about the involvement of wildlife in 
the epidemiology of zoonoses, especially due to the emergence and reemergence of infectious 
and parasitic diseases, increasing environmental changes and consolidation of the "One 
Health" approach. The environmentally protected area (EPA) of the municipality of 
Campinas, São Paulo State, Brazil, has undergone intense environmental changes since the 
1960s, mostly due to urban expansion. In this degraded environment, wild animals cohabit 
with man and domestic animals, which may be related to the occurrence of zoonoses in EPA, 
such as cutaneous leishmaniasis, visceral leishmaniasis (VL) and Brazilian spotted fever 
(BSF). Thus, this study aimed to investigate the circulation of the agents of these three 
zoonotic infections, in addition to the agent of Chagas disease (Trypanosoma cruzi), among 
free-ranging wild mammals of the EPA-Campinas. For this purpose, serological and 
molecular techniques were applied in biological samples collected from 82 wild mammals, 
which were captured in 18 areas of EPA between April 2014 and March 2015. The detection 
of antibodies to the main agent of BSF, Rickettsia rickettsii, was performed by the indirect 
fluorescent antibody test in serum samples from 54 opossums (Didelphis spp.), considered to 
be amplifier hosts. One D. albiventris (white-eared opossum) presented antibody titre of 128. 
In addition, the DNA of rickettsia was screened in blood samples from all the captured 
mammals. There was no molecular detection, which was an expected result when considering 
the location of the agent in endothelial cells and the generally short period of rickettsemia. On 
the other hand, the infection by pathogenic trypanosomatids was observed among mammals 
sampled. Ten animals had anti-Leishmania antibodies and five presented the DNA of the 
parasite in blood and/or skin samples. Genetic sequencing allowed the identification of 
infection by the agent of VL, Leishmania (L.) infantum, in four animals (one marmoset and 
three opossums). Infection by Leishmania subgenus Viannia was verified in one D. 
albiventris, but it was not possible to determine the parasite species by the analysis of 
restriction fragment length polymorphism and high resolution melting. The DNA of T. cruzi 
was detected in blood samples from three D. albiventris. One of them presented the DNA of 
the parasite in samples from two captures, conducted at a three-month interval. All animals 
infected by agents of leishmaniasis and Chagas disease were in close proximity to human 
dwellings at the time of capture, particularly in two condominiums where there is canine VL 
transmission. The results raise concern regarding wildlife-man-domestic animals interface in 
  
 
fragmented habitats. Surveillance activities are necessary to clarify other factors related to the 
transmission cycle of T. cruzi in the EPA, such as the triatomine fauna and the infection of 
dogs, considered to be sentinels to the risk of human infection. With regard to VL, the 
Brazilian control program must consider the particularities of each transmission area. 
Measures such as the elimination of the canine reservoir may be ineffective in areas such as 
EPA, where the parasite circulates among wildlife. 
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1.1. Emergência e reemergência de enfermidades infecciosas e a abordagem “Saúde 
Única” 
 
Ao longo do século XX grandes avanços foram obtidos no controle de 
enfermidades infecciosas, o que se deve a fatores como a melhoria no saneamento básico, na 
conservação de alimentos e ao desenvolvimento de novas vacinas e fármacos (1,2).  
A teoria da transição epidemiológica foi introduzida por vários autores, 
particularmente por Omran em 1971 (3), baseando-se em uma mudança nos padrões de 
adoecimento e morte das populações. Segundo a teoria, as doenças infecciosas e parasitárias 
deixaram de ser a principal causa de morbimortalidade humana para dar lugar a doenças 
degenerativas e causas externas (3,4), associando-se a uma transição demográfica, com 
aumento na expectativa de vida (5). 
A teoria de Omran, entretanto, foi criticada por generalizar esse processo de 
transição, que é considerado complexo, dinâmico e, muitas vezes, influenciado por fatores 
demográficos, socioeconômicos, tecnológicos, culturais, ambientais e biológicos (4–6).  
A emergência de doenças infecciosas, como a infecção pelo vírus da 
imunodeficiência humana (HIV) e a síndrome da imunodeficiência humana (aids), além da 
reemergência de enfermidades como a malária e a tuberculose (7–9), fizeram com que a teoria 
fosse revisitada.  
Além disso, características de países da América Latina permitiram a definição de 
um “modelo polarizado prolongado” de transição epidemiológica, baseando-se (i) na 
sobreposição da ocorrência de doenças infecciosas e parasitárias com doenças crônico-
degenerativas; (ii) na reemergência de algumas enfermidades infecciosas e parasitárias e (iii) 
em um processo de transição prolongado, sem expectativa de resolução (10). Também se 
destacam o início tardio da queda de mortalidade e a heterogeneidade entre esses países (6). 
São consideradas enfermidades infecciosas emergentes (EIE) aquelas causadas 
por agentes que passaram a ocorrer em áreas onde anteriormente não eram conhecidos; ou 
agentes que estavam constantemente presentes em determinada área ou hospedeiro com 
baixas taxas de ocorrência e que, devido a alguma mudança, tornaram-se mais amplamente 
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disseminados; ou ainda, agentes que não eram conhecidos e que foram associados a uma nova 
doença, ou a uma doença cuja etiologia era previamente desconhecida. Já as enfermidades 
infecciosas reemergentes (EIR) são causadas por agentes que reapareceram em locais onde 
não mais ocorriam, ou cuja ocorrência havia sido radicalmente reduzida (11).  
Cerca de 75% das chamadas EIE que afetam humanos são zoonoses (12), ou seja, 
são doenças ou infecções naturalmente transmitidas a partir de animais vertebrados para seres 
humanos e vice-versa (13). Dentre elas, 71,8% têm sua origem associada à fauna silvestre 
(14). É importante observar, entretanto, que a transmissão de zoonoses constitui uma “via de 
mão dupla”, onde o homem pode também atuar como fonte de infecção para a fauna, ao que 
se denomina antropozoonose (15). 
São muitos os fatores que podem influenciar a emergência de enfermidades 
infecciosas e, quando se trata de enfermidades transmitidas por vetores, uma infinidade desses 
fatores (Fig. 1) pode alterar seus padrões de transmissão ao longo do tempo (11).  
 
 
Figura 1. Fatores associados à emergência, reemergência e disseminação de microrganismos com potencial 
patogênico transmitidos por vetores e seus impactos. Extraída e traduzida de: Harrus & Baneth (11). 
 
Em um ecossistema, esses fatores podem atuar de modo isolado ou simultâneo. O 
desafio consiste em prevê-los ou revertê-los, a fim de evitar a emergência e reemergência de 
agentes infecciosos. Para superar esse desafio, uma abordagem colaborativa, multidisciplinar 
e intersetorial é fundamental (11,15). 
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Saúde Única ou “One Health” é o conceito abrangente que reconhece os vínculos 
entre a saúde humana, animal e ambiental (15). Prevê uma abordagem holística, colaborativa 
e multiprofissional, com o objetivo de proporcionar uma saúde ótima aos componentes dessa 
tríade (Fig. 2), considerando as inúmeras interações que os permeiam (1,15,16). 
 
 
Figura 2. A tríade “Saúde Única”, demonstrando as bases da abordagem holística que considera as relações 
entre a saúde humana, animal e ambiental. Tradução: “Healthy People”: pessoas saudáveis; “Healthy 
environments”: ambientes saudáveis; “Healthy animals”:  animais saudáveis. Extraída de: Thompson (16). 
 
O conceito de Saúde Única é relativamente recente, mas o interesse nas relações 
entre a saúde humana e animal já ocorria no século XIX. O patologista alemão Rudolf 
Virchow uniu conceitos da medicina humana à medicina veterinária para estudar a parasitose 
de suínos por Trichinella spiralis, cunhando o termo zoonose (17).  
Ainda no século XIX e início do século XX, o médico canadense William Osler 
também demonstrou interesse nessas relações, publicando um de seus primeiros trabalhos 
com o título “A relação dos animais com o homem”. O médico veterinário americano Calvin 
W. Schwabe propôs, em 1964, o termo “Uma Medicina” (One Medicine) em sua publicação 
intitulada “Medicina veterinária e saúde humana” (17). “Saúde Única” é a evolução do termo 
“Uma Medicina” (18).   
A partir de 2003 a abordagem “Saúde Única” foi estimulada pelas epidemias de 
síndrome respiratória aguda grave (SARS) em 2003 e de gripe aviária H5N1 em 2005, que 
causaram extrema preocupação de autoridades sanitárias quanto à morbimortalidade e aos 
impactos econômicos em nível global (15).  
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Em setembro de 2004 a “Wildlife Conservation Society” (Sociedade Para a 
Conservação da Fauna Silvestre) elaborou os Princípios de Manhattan em um simpósio que 
discutiu a interdisciplinaridade na saúde, formando as bases do conceito “Uma Saúde, Um 
Mundo” (One Health, One World) (17). 
A crescente ocorrência de mudanças ambientais e climáticas impulsionou as 
discussões sobre seus impactos na saúde, especialmente devido à ampliação da interface entre 
fauna silvestre, homem e animais domésticos, consolidando ainda mais a abordagem Saúde 
Única. O uso dessa abordagem integrada e multidisciplinar é necessário para compreensão de 
interconexões existentes entre os eixos da tríade e o ambiente ecológico e social, com seus 
padrões complexos e em rápida mudança (15,18,19). 
 
1.2. Modificações ambientais e seus impactos na fauna silvestre e na ocorrência de 
zoonoses  
 
A história da humanidade revela a exploração de paisagens naturais pelo homem, 
com atividades de domesticação de animais e seu uso para fins econômicos; desenvolvimento 
de atividades agrícolas, extrativistas e exploratórias; industrialização e comércio; urbanização 
maciça; e intensa e rápida movimentação de pessoas, animais e bens (11,15,18,19).  
Fragmentação ou perda de habitats, reflorestamento e poluição (19,20) são 
algumas das alterções ambientais e distúrbios ecológicos produzidos por ações 
antropogênicas, isoladamente ou em combinação com fenômenos naturais (19). 
A saúde e equilíbrio da fauna silvestre são extremamente sensíveis às mudanças 
em ecossistemas (15). A urbanização consiste em um dos mais duradouros processos de 
fragmentação e perda de habitat (21,22). Nas paisagens urbanizadas, as populações da fauna 
silvestre distribuem-se heterogeneamente. Algumas se adaptam e agrupam-se ao entorno 
ocupado pelo homem e por seus animais domésticos, criando interfaces que podem favorecer 
a transmissão de parasitas zoonóticos (22,23).  
Diante deste processo, tanto a fauna silvestre que tem seu habitat fragmentado, 
quanto o homem e animais domésticos que adentram as novas áreas podem sofrer prejuízos 
substanciais à saúde. Frequentemente há sobreposição espacial de vetores, hospedeiros e 
reservatórios infectados, com hospedeiros suscetíveis não imunes (15,19,23). 
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Para compreensão da epidemiologia de doenças infecciosas, particularmente 
daquelas transmitidas por vetores, o espaço deve ser, portanto, considerado como categoria de 
análise, para que processos importantes não sejam ignorados (24). Compreender o impacto 
das alterações ambientais na emergência de enfermidades é, contudo, bastante complexo (20). 
A redução na biodiversidade é uma das consequências das alterações em 
ecossistemas. Espécies silvestres consideradas especialistas, em habitats ou hábitos 
alimentares, tendem a desaparecer em áreas alteradas, enquanto espécies generalistas e menos 
suscetíveis às modificações tendem a tolerar distúrbios ambientais. Algumas conseguem se 
estabeler em torno de assentamentos humanos (22), vivendo em estreita associação com o 
homem e beneficiando-se dela, as quais são denominadas sinantrópicas (25). 
Também as doenças infecciosas e parasitárias podem representar uma ameaça à 
biodiversidade, podendo ocasionar declínios locais repentinos e inesperados na abundância de 
espécies, particularmente daquelas ameaçadas de extinção (26). Logo, as infecções da fauna 
silvestre nem sempre são “silenciosas” (16). Como exemplo, têm-se as epizootias de febre 
amarela que ocorreram no estado do Rio Grande do Sul nos anos de 2008 e 2009 (27) e no 
Espírito Santo em 2017 (28), que provocaram o óbito de centenas de primatas não-humanos 
(PNH). 
As mudanças na composição ou diversidade da fauna podem reduzir ou aumentar 
a probabilidade de parasitas e seus vetores encontrarem hospedeiros suscetíveis  (25,29,30). 
Alguns parasitas, considerados generalistas, são capazes de infectar uma ampla gama de 
hospedeiros (multi-hospedeiros) (31); outros são especialistas, mas podem “cruzar a barreira” 
das espécies (11).  
Denomina-se spillover a dinâmica complexa que envolve processos sucessivos e 
permite que um agente, a partir de uma população de hospedeiros naturais, se estabeleça e 
infecte outro táxon (23,32). Esse fenômeno pode possuir caráter zoonótico quando o agente 
consegue se estabelecer e infectar humanos, embora sua ocorrência não seja comum (32). 
Um ambiente rico em biodiversidade, como aqueles preservados, pode permitir 
uma “diluição” das espécies de hospedeiros competentes de um determinado parasita, 
particularmente daqueles considerados hospedeiro-especialistas. Consequentemente, há uma 
redução da prevalência do parasita e do risco de um vetor se alimentar em um hospedeiro 
competente infectado (25,29,30,33–35) A esse processo denomina-se “dilution effetc” ou 
“efeito diluidor”, inicialmente proposto para a doença de Lyme (33).  
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Por outro lado, a redução da biodiversidade pode permitir a ocorrência de um 
“efeito amplificador” quando há seleção de espécies de hospedeiros competentes de um 
determinado parasita e, consequentemente, maior probabilidade de um vetor se alimentar em 
um hospedeiro infectado (25,29,34). 
A importância de uma espécie no ciclo de transmissão de um parasita, entretanto, 
depende de peculiaridades da interação parasita-hospedeiro e de sua estratégia de dispersão. 
Esses e outros fatores irão determinar sua competência em transmitir o agente (36). Assim, 
inúmeros parâmetros biológicos devem ser considerados para que uma espécie seja 
considerada reservatório de um agente infeccioso (37). Na realidade, conceitos mais amplos 
de reservatório o consideram não como uma espécie animal, mas como um sistema ecológico 
formado por uma espécie ou por um complexo de espécies ou ambientes responsáveis pela 
manutenção de um parasita ou agente na natureza, a partir dos quais possa ser transmitido 
(37,38) em um dado período de tempo ou espaço (39). 
Hospedeiros capazes de se infectar e manter a infecção são considerados 
mantenedores, enquanto hospedeiros amplificadores exibem características de infecção que 
favorecem a transmissão. Essas características não são estritamente atribuídas a determinadas 
espécies, sendo intercambiáveis entre si. Ou seja, animais de uma mesma espécie podem atuar 
como mantenedores ou amplificadores, a depender de diferentes fatores, como o estado de 
saúde (39). 
 
1.3. A área de proteção ambiental municipal de Campinas, São Paulo: características e 
contexto histórico de modificações ambientais e de surtos de zoonoses 
 
Nas duas últimas décadas, mudanças significativas ocorreram na dinâmica 
econômica e demográfica de Campinas, município do estado de São Paulo que no ano de 
2017 atingiu uma população estimada de 1.182.429 habitantes (40).  Como estratégia para 
garantir seu desenvolvimento socioeconômico sustentável e visando à proteção e preservação 
de seu significativo patrimônio ambiental, histórico e cultural, foi criada a área de proteção 
ambiental (APA) municipal de Campinas (Lei nº 10.850 de 07 de junho de 2001), unidade de 





Figura 3. Localização da área de proteção ambiental (APA) do município de Campinas, São Paulo. Adaptado 
de: Embrapa Monitoramento por Satélite (http://www.apacampinas.cnpm.embrapa.br). 
 




56'00'' S e os meridianos 46
o
52'30'' e 
47º00'00'' W, a APA abrange a região dos subdistritos de Sousas e Joaquim Egídio e dos 
bairros Carlos Gomes, Jardim Monte Belo e Chácaras Gargantilha, estabelecendo limites com 
os municípios de Jaguariúna, Predreira, Morungaba, Itatiba e Valinhos. Compreende uma área 
de 223 Km
2
, que representa 28% do território de Campinas (41,42).  
A APA possui clima subtropical e características de relevo diferenciadas, com 
morros e afloramentos rochosos com altitudes por volta de 850 m a 1.078 m, que se associam 
à cobertura vegetal natural e a cursos d’água. Seu território abrange o interflúvio dos rios 
Atibaia e Jaguari (43). 
O maior número de fragmentos florestais de Campinas encontra-se na APA, com 
diversos remanescentes de vegetação nativa e oito dos dez maiores fragmentos de florestas 
estacionais semideciduais do município. Em 1999, a soma desses fragmentos representava 
30,41% da vegetação remanescente de Campinas e 70,36% da vegetação da APA (43). 
A diversidade faunística da APA é composta por mais de 300 espécies de 
vertebrados terrestres e cerca de 68 espécies de mamíferos silvestres, incluindo espécies 
ameaçadas de extinção, como onça parda, jaguarundi e bugio (44).  
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Apesar da riqueza biológica, ao longo das últimas décadas a APA de Campinas 
tem sofrido impactos significativos, que vão contra as diretrizes de sua criação. Houve intensa 
urbanização, com implementação de loteamentos e condomínios de alto padrão 
socioeconômico, além de abertura de novas estradas e duplicação da rodovia estadual Dom 
Pedro I (41–43,45).  
Na década de 1960, foram implementados dois loteamentos na região e a partir da 
década de 1970 foi observado um processo de desmatamento progressivo e desordenado, que 
ocasionou a fragmentação de áreas de mata, preservando-se apenas fragmentos residuais, 
ciliares e de reflorestamento (45). Nas décadas seguintes foram criados vários loteamentos 
maiores, delimitando-se uma zona de expansão urbana no interior da APA (41).  
Além do mercado imobiliário, a APA atrai outros setores econômicos, sendo 
destino de ecoturismo e de turismo gastronômico. Fernandes (42) denominou o processo de 
uso das terras da APA como “a mercantilização da natureza”, descrevendo o cenário local: 
 
“[...] A cultura local deixada pelos imigrantes italianos, somada à paisagem 
bucólica e às construções realizadas ao longo dos séculos, transformaram os distritos 
em patrimônio ambiental, cultural e histórico de Campinas. Esta notável beleza 
cênica atraiu (e atrai cada vez mais) novos moradores, além de muitos turistas e 
“visitantes” em busca de turismo e lazer. [...] Influenciado pela ideologia 
ambientalista, o mercado apropria-se da natureza e a transforma em mercadoria, já 
que esta passa a ser vendida e consumida como um bem raro e, portanto, muito 
valorizado na sociedade de consumo. É o que presenciamos em Sousas e Joaquim 
Egídio quando nos deparamos com a massiva presença de condomínios e 
loteamentos fechados que vendem a aproximação com a natureza e também com a 
forte presença de empreendimentos turísticos e de lazer, sobretudo gastronômicos, 
que também pregam a aproximação com o “verde”.” (42). 
 
Ao que parece, o processo de modificações ambientais na APA continuará a 
ocorrer. Recentemente, em dezembro de 2017, a Câmara Municipal de Campinas aprovou o 
Projeto de Lei Complementar nº 61/17 que modifica a lei de criação da APA, permitindo a 
intervenção e supressão de vegetação nativa na hipótese de “utilidade pública”, “interesse 
social” ou “de atividade de baixo impacto”. A mudança visa à continuação da construção da 
barragem de Pedreira pela secretaria Estadual de Saneamento e Recursos Hídricos. 
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Conforme abordado no tópico anterior, as alterações ambientais podem impactar 
na dinâmica de circulação de agentes patogênicos em ciclos enzoóticos na natureza. Surtos de 
zoonoses têm sido registrados no território da APA desde a década de 1990. Entre fevereiro 
de 1993 e setembro de 1994 houve um surto de leishmaniose tegumentar (LT) entre 
moradores da região (45). Quinze anos depois, registrou-se o primeiro caso autóctone de 
leishmaniose visceral (LV) do município de Campinas, em um cão residente em um dos 
condomínios implementados durante a década de 1970 (46). Novos casos caninos 
continuaram a ser registrados nessa área até 2017 (47,48). 
O território da APA é, ainda, considerado área de risco de transmissão de febre 
maculosa brasileira (FMB) (49), definido como local provável de infecção na investigação de 
casos humanos (50,51). A área é sinalizada por placas que indicam a presença de carrapatos 
vetores da FMB. Além disso, em 2017 houve um surto de febre amarela na região da APA, 
com a ocorrência de um caso humano e confirmação do óbito de nove PNH até 24 de 
fevereiro de 2018 (52).  
 
1.4. Leishmania spp. e leishmanioses 
 
Protozoários do gênero Leishmania são agentes das leishmanioses, enfermidades 
humanas consideradas negligenciadas e de complexa epidemiologia (53). Em algumas 
localidades, as leishmanioses assumiram caráter emergente ou reemergente, devido a fatores 
como a coinfecção de pacientes imunossuprimidos após a epidemia de HIV e a crescente 
realização de transplantes, além de consequências de modificações ambientais favoráveis à 
expansão de sua ocorrência (54–56). 
Atualmente, são conhecidas cerca de 20 espécies de Leishmania patogênicas ao 
homem e 31 são parasitas de mamíferos (57). O protozoário pertence à ordem Kinetoplastida, 
subordem Trypanosomatina, família Trypanosomatidae (58).  
Dois subgêneros são importantes do ponto de vista de saúde pública, Leishmania 
e Viannia. O primeiro ocorre nas Américas, Europa, Ásia e África, enquanto o subgênero 
Viannia ocorre na região Neotropical (53). Propõe-se a divisão do gênero em duas grandes 
linhagens filogenéticas ou “seções”, Paraleishmania e Euleishmania, a última contendo os 
dois subgêneros citados (59).  
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Leishmania é um parasita digenético, cujo ciclo de vida envolve diversas espécies 
de hospedeiros vertebrados mamíferos e hospedeiros invertebrados da ordem Diptera, 
subordem Nematocera, família Psychodidae, subfamília Phlebotominae (57). Cerca de 30 
espécies dessa subfamília atuam como vetores (60), pertencentes ao gênero Phlebotomus na 
Europa, Ásia e África e ao gênero Lutzomyia nas Américas (53). 
Os flebotomíneos são insetos pequenos conhecidos popularmente como 
“mosquito-palha” (61), que se deslocam, em geral, por apenas alguns metros, normalmente 
durante o crepúsculo ou à noite (62). Os criadouros naturais incluem diferentes microhabitats, 
mas a maioria das espécies é associada a ambientes naturais como florestas, cavernas e fendas 
em pedras. De um modo geral, adaptam-se bem a locais úmidos, escuros e ricos em matéria 
orgânica (62). 
Ao realizarem repasto sanguíneo em um hospedeiro vertebrado infectado por 
Leishmania os flebotomíneos ingerem células, principalmente do sistema mononuclear 
fagocitário, contendo formas amastigotas do parasita, que se diferenciam em promastigotas 
multiplicativas no tubo digestivo do vetor. Após a diferenciação em vários estágios 
morfológicos distintos, o protozoário atinge a forma promastigota metacíclica, regurgitada 
pelo vetor durante o repasto sanguíneo. No hospedeiro vertebrado, o parasita é fagocitado e se 
diferencia em amastigotas replicativas, que rompem as células quando muito numerosas, 
podendo ser ingeridas por um vetor ou infectarem novos fagócitos (63).  
Na Europa, África e Ásia, espécies do subgênero Leishmania são responsáveis 
pela LT, particularmente L. tropica, L. major, L. aethiopica, L. infantum e L. donovani. Nas 
Américas, várias espécies pertencentes a ambos os subgêneros, Leishmania e Viannia, podem 
ocasionar a enfermidade (53). No Brasil, sete espécies são particularmente associadas: L. (L.) 
amazonensis e as espécies do subgênero Viannia, L. braziliensis, L. lainsoni, L. naiffi, L. 
shawi, L. guyanensis e L. lindenberg. Os principais vetores envolvidos na transmissão da LT 
no país são Lu. flaviscutellata, Lu. whitmani, Lu. umbratilis, Lu. intermedia, Lu. wellcome e 
Lu. migonei (64). 
A LT é a mais comum das leishmanioses, em termos de ocorrência. Em 2015 
foram registrados 197.552 novos casos em todo o mundo, mais de 90% na região do 
Mediterrâneo Oriental e nas Américas. O Brasil encontra-se entre os cinco países com o maior 
número de casos notificados (65), com 12.690 casos em 2016, notificados nas cinco regiões, 
sendo 225 (1,8%) no estado de São Paulo (66).  
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A história da LT no Brasil está intimamente relacionada a atividades humanas em 
áreas florestais. No início do século XX, a endemia ocorria entre trabalhadores da Ferrovia 
Novoeste que apresentavam lesões na face popularmente chamadas de “úlcera de Bauru”, 
“nariz de tapir” ou “ferida brava”. Entretanto, somente em 1909 verificou-se a presença do 
parasita em lesões cutâneas de trabalhadores de matas do interior de São Paulo (67).  
Classicamente, a LT caracteriza-se por uma pápula ou nódulo no local da picada 
pelo vetor, que evolui lentamente para uma crosta central e uma úlcera de bordas elevadas. A 
lesão progride gradualmente ao longo de meses ou anos e produz cicatrizes com pigmentação 
alterada. Com menos frequência, há lesões cutâneas difusas ou disseminadas (53). 
A leishmaniose cutâneomucosa (LCM) é considerada uma sequela metastática da 
LT nas Américas, com extensão das lesões tegumentares para regiões de mucosa (53), 
podendo ocasionar deformidades e estigma social (64). A enfermidade é de rara ocorrência na 
Europa, África e Ásia (53). No Brasil, a principal espécie associada à LCM é L. (V.) 
braziliensis, além de L. (V.) guyanensis (64). 
Enquanto a LT é a leishmaniose de ocorrência mais comum, a LV é a mais severa 
dessas enfermidades (65). Ocorre pela infecção por L. (L.) donovani e L. (L.) infantum na 
Europa, Ásia e África e por L. (L.) infantum nas Américas (53). A espécie L. chagasi foi 
descrita em 1937 como responsável por uma forma sistêmica típica das Américas (68). 
Investigações moleculares e filogenéticas posteriores concluiram que, na realidade, L. chagasi 
e L. (L.) infantum constituem a mesma espécie (69–72). 
A espécie de flebotomíneo majoritariamente envolvida na transmissão da LV nas 
Américas, inclusive no Brasil, é Lu. longipalpis. A espécie Lu. cruzi foi identificada como 
vetor nos estados do Mato Grosso do Sul e Mato Grosso (73–75).  
Muitas discussões têm sido conduzidas a respeito da capacidade vetorial de outros 
hospedeiros invertebrados, como pulgas e carrapatos. A espécie Rhipicephalus sanguineus, 
conhecida popularmente como carrapato vermelho do cão, tem sido particularmente estudada 
(76–83). Contudo, os flebotomíneos permanecem como os únicos vetores biológicos de 
importância epidemiológica (56,78), embora outras formas de transmissão tenham sido 
descritas, como a via congênita e transfusional (53,84). 
A LV humana varia de quadros assintomáticos ou oligossintomáticas a quadros 
graves, com sinais de envolvimento sistêmico (53,58). Eventualmente desenvolve-se uma 
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pigmentação escura da pele, que originou o nome “kala-azar” atribuído à doença na Índia, 
que significa “pele negra” (85).  
Quando não tratada adequadamente, a LV pode apresentar letalidade elevada. As 
drogas de primeira escolha para o tratamento humano são os antimoniais pentavalentes e as de 
segunda escolha são o desoxicolato de anfotericina B e isetionato de pentamidina. Todas 
ocasionam efeitos colaterais, que podem ser graves. As formulações lipídicas aprovadas a 
partir dos anos 2000 são menos tóxicas, como a anfotericina B lipossomal (53,58). 
Pacientes que obtém a cura da LV podem desenvolver lesões na pele e mucosas, 
especialmente da face, a que se denomina leishmaniose cutânea pós-calazar (LCPC). A LCPC 
é endêmica em todas as áreas onde a LV é atribuída à L. (L.) donovani, ou seja, em áreas na 
África e Ásia, especialmente no Sudão e em Bangladesh (86).  
Em 2015, 14% (3.336/23.804) dos novos casos de LV que foram notificados à 
Organização Mundial da Saúde (OMS) ocorreram no Brasil, que representa um dos quatro 
países com o maior número de casos notificados, além da Índia, Sudão e Sudão do Sul (65).  
Os primeiros relatos da LV no Brasil datam de 1911 e 1912, quando Carlos 
Chagas descreveu quadros clínicos de pacientes com esplenomegalia na região Amazônica 
(87). Em 1913, Migone identificou o parasita em cadáver oriundo do Mato Grosso (88).  
Na década de 1990, cerca de 90% dos casos de LV no Brasil ocorriam na região 
Nordeste, sendo relacionados a baixo nível socioeconômico. Posteriormente, suas áreas de 
ocorrência se expandiram, inclusive para regiões periurbanas e urbanas de grandes cidades, o 
que foi associado a um processo de adaptação de Lu. longipalpis ao ambiente peridomiciliar 
(58,89,90). Atualmente, a LV está distribuída em todos os estados e nas cinco regiões 
brasileiras, incluindo a região Sul, livre da enfermidade até o ano de 2008 (87).  
No estado de São Paulo, a LV ocorre em uma intrigante diversidade de cenários 
epidemiológicos. Foram reconhecidos ao menos três perfis de transmissão nos 132 municípios 
paulistas que registraram casos autóctones até 2014: (i) 76 apresentaram um perfil “clássico”, 
com casos caninos e humanos e presença de Lu. longipalpis; (ii) em 47 houve transmissão 
somente entre cães, sete deles sem registro de Lu. longipalpis; e (iii) em nove municípios a 
transmissão estava restrita a humanos, sem registros de Lu. longipalpis em três deles (91).  
O caráter da transmissão das leishmanioses a humanos depende da 
ecoepidemiologia particular de cada foco e da espécie do parasita. De um modo geral, a 
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leishmaniose é considerada uma antropozoonose em algumas situações, como em casos de 
coinfecção por HIV, em que os indivíduos podem ser altamente infecciosos para o vetor; e 
também na LV por L. (L.) donovani e na LT por L. (L.) tropica (53). Por outro lado, na 
maioria dos focos de transmissão a LV ocorre como uma zoonose, em que mamíferos 
silvestres ou domésticos atuam como fontes de infecção para humanos (53,84).  
O cão doméstico é considerado o reservatório mais importante, do ponto de vista 
epidemiológico, nos ciclos de transmissão da LV nas Américas (53,87). Isso se deve a fatores 
como a proximidade a humanos e sua presença em áreas endêmicas urbanas e periurbanas; ao 
caráter viscero-cutâneo da infecção canina, frequentemente duradoura e com multiplicação 
abundante do parasita na derme; e à frequente ocorrência de infecções assintomáticas, o que 
ocasiona o subdiagnóstico e elevada prevalência de infecção nesses animais (53,84,87,92,93). 
A leishmaniose visceral canina (LVC) classicamente cursa com lesões cutâneas, 
alopecia periocular, onicogrifose, alterações hemorrágicas, linfadenopatia e 
hepatoesplenomegalia. Eventualmente, a doença renal pode ser a única anormalidade 
detectada (58,94).  
Atualmente, um dos pilares das ações de vigilância e controle da LV 
recomendadas pelo Ministério da Saúde no Brasil é a eliminação de cães infectados, medida 
bastante controversa. Os cães são diagnosticados de modo indireto, em inquérito sorológico 
amostral e censitário (58), utilizando o teste rápido imunocromatográfico Dual Path Platform 
(TR-DPP
®
, Biomanguinhos, FIOCRUZ, Brasil) em combinação com o teste confirmatório 
ensaio de imunoabsorção enzimática (ELISA, Biomanguinhos, FIOCRUZ, Brasil), de acordo 
com a Nota Técnica Conjunta nº 01/2011 de 29 de dezembro de 2011. 
Há uma crescente discussão sobre a participação do gato doméstico na 
transmissão e manutenção de L. (L.) infantum, especialmente nas Américas (53), onde há 
relatos da infecção nessa espécie desde 2004 (95). Estudos demonstraram a capacidade de 
gatos infectados transmitirem o parasita a flebotomíneos vetores (96,97), mas a importância 
desses animais na epidemiologia da LV ainda é controversa. 
Outras espécies de animais domésticos, como galinhas, porcos, cavalos e bois, 
têm sua importância epidemiológica na transmissão da LV associada ao acúmulo de matéria 
orgânica, que favorece o desenvolvimento de flebotomíneos vetores (58). As galinhas estão 
particularmente associadas à epidemiologia da LV, por serem uma das principais fontes 
alimentares de Lu. longipalpis (53,98).  
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O papel de espécies silvestres como reservatórios de Leishmania tem sido 
discutido. Algumas ainda são pouco estudadas, mas o potencial do cachorro-do-mato 
(Cerdocyon thous) e dos didelfídeos Didelphis albiventris (gambá-de-orelha-branca) e D. 
marsupialis (gambá comum) como reservatórios de L. (L.) infantum tem sido descrito em 
áreas de transmissão nas Américas (36,53,58). Há relatos ocasionais de manifestações clínicas 
de LV, semelhantes às que ocorrem em cães, em espécies silvestres de diferentes ordens (99–
105). Animais da ordem Rodentia foram considerados reservatórios de espécies de 
Leishmania associadas à infecção humana com manifestações cutâneas e/ou mucosas (36).  
É importante ressaltar que as apresentações clínicas da infecção humana por 
Leishmania spp., LT, LCM, LV e LCPC, são assim denominadas e atribuídas a determinadas 
espécies do parasita, mas o curso da infecção depende também de outros fatores relativos à 
relação parasita-hospedeiro (63). Essa classificação não deve ser extrapolada para hospedeiros 
mamíferos silvestres, pois não são conhecidos os sítios de localização e multiplicação do 
parasita para cada espécie animal (36,106).  
Além disso, apesar do aperfeiçoamento alcançado nos últimos anos no 
conhecimento sobre a infecção por Leishmania, há ainda uma escassez de informações sobre 
a real participação das diferentes espécies de mamíferos na transmissão do parasita. Os 
reservatórios silvestres na maioria das áreas endêmicas não são conhecidos (53). Dentre os 
fatores que contribuem para essa escassez de conhecimento estão dificuldades inerentes ao 
estudo da relação parasita-hospedeiro em mamíferos silvestres, ao isolamento e identificação 
do parasita nesses animais e à realização de estudos que contemplem todos os critérios para a 
investigação de reservatórios (36).  
 
1.5. Trypanosoma cruzi e doença de Chagas  
 
Trypanosoma cruzi, bem como Leishmania, é um protozoário digenético 
pertencente à família Trypanosomatidae. O parasita está geograficamente distribuído nas 
Américas, do sul dos Estados Unidos (EUA) ao sul da Argentina e Chile, incluindo o Brasil 
(107). É capaz de infectar uma ampla diversidade de hospedeiros em ciclos de transmissão 
que constituem sistemas complexos, de natureza dinâmica (108,109). 
A variedade de cenários epidemiológicos da infecção por T. cruzi reflete a 
plasticidade biológica do parasita (110) e sua natureza generalista, que podem ser 
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exemplificadas por: (i) sua capacidade de infectar e ser transmitido por dezenas de espécies de 
triatomíneos; (ii) sua capacidade de infectar centenas de hospedeiros mamíferos e de 
colonizar quase todos os seus tecidos, o que permite uma multiplicidade de possíveis vias de 
transmissão; e (iii) sua elevada capacidade de dispersão e ampla distribuição em nichos 
ecológicos diversos, em quase todos os biomas (39,108–112). 
T. cruzi exibe, ainda, uma considerável diversidade genética. Atualmente, 
considera-se sua classificação em sete unidades discretas de tipagem ou DTUs (discrete 
typing units), denominadas de TcI a TcVI (113), além de TcBat, descrita em morcegos 
frugívoros em 2012 (114). Há, ainda, evidências de diversidade genética intra-DTU 
(109,115,116). 
Diversos estudos empenharam-se em investigar possíveis associações entre DTUs 
e características clínicas da infecção humana ou características epidemiológicas, como a 
associação com hospedeiros e reservatórios específicos. Os resultados são controversos e não 
há, até o momento, evidências conclusivas dessas associações (107,109).  
A doença de Chagas ou tripanossomíase americana é assim denominada em 
homenagem ao médico sanitarista brasileiro Carlos Chagas, quem primeiro a descreveu, em 
1909. Tratava-se de uma enfermidade que afetava o coração de trabalhadores rurais, os quais 
a chamavam de “avexume” para expressar as sensações de distúrbios cardíacos produzidas. 
Na ocasião, Chagas também descreveu o agente etiológico, seu vetor e hospedeiro (117). 
A doença humana é classicamente descrita em duas fases sucessivas. A fase aguda 
é resultante de elevada parasitemia, com sinais inespecíficos e complicações em poucos casos 
(118,119). Na fase crônica a parasitemia é drasticamente reduzida ou inexistente e em 60% a 
70% dos casos cursa em uma forma indeterminada assintomática (118,120), embora alguns 
pacientes desenvolvam lesões durante essa fase (121). Cerca de 30% a 40% dos pacientes 
cronicamente infectados poderão apresentar a forma cardíaca, digestiva ou mista, com lesões 
irreversíveis. Complicações neurológicas são mais comuns em indivíduos com aids (120,122).   
Anteriormente, a doença de Chagas era considerada um problema de saúde 
pública restrito à América Latina, mas se expandiu para áreas não endêmicas, particularmente 
por transmissão por transfusão sanguínea, mas também congênita e por transplante de órgãos, 
associada a imigrantes infectados oriundos de áreas endêmicas (121–123). Isso porque, com a 
globalização e o aumento substancial da mobilidade e migração humanas (123–125), 
verificou-se um número crescente de indivíduos infectados, principalmente imigrantes, no 
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Canadá, em alguns países da Europa e do Pacífico Ocidental (120,126), além dos EUA, onde 
há alguns casos crônicos atribuídos à transmissão vetorial (127). 
Estima-se que oito milhões de pessoas estejam infectadas com T. cruzi em todo o 
mundo, especialmente na América Latina (120), onde a doença de Chagas é a principal causa 
de lesões cardíacas em adultos em idade de trabalho em países endêmicos (128). 
A enfermidade é classificada pela OMS como uma doença negligenciada (56) e 
ocasiona substancial impacto econômico, devido aos custos com o tratamento de indivíduos 
doentes e com o controle vetorial em algumas áreas (121).  
A instituição precoce de terapia nas fases iniciais da doença de Chagas aguda é 
associada ao sucesso do tratamento. Porém, as opções terapêuticas disponíveis, nifurtimox e 
benzonidazol, foram desenvolvidas na década de 1970 e possuem algumas limitações, como a 
toxicidade e impossibilidade de uso em gestantes, o que exemplifica o caráter negligenciado 
da enfermidade (120,122,129). 
Atuam como hospedeiros invertebrados e vetores de T. cruzi os insetos 
popularmente conhecidos como “barbeiros”, pertencentes à ordem Hemiptera, família 
Reduviidae, subfamília Triatominae, particularmente dos gêneros Triatoma, Rhodnius e 
Panstrongylus (119,130). Classicamente o homem se infecta pela contaminação de uma porta 
de entrada na pele ou mucosa com formas tripomastigotas metacíclicas eliminadas nas fezes 
de triatomíneos, após o repasto sanguíneo (108). 
Quando o triatomíneo realiza repasto sanguíneo em um hospedeiro vertebrado 
infectado ingere formas tripomastigotas circulantes de T. cruzi, que irão se diferenciar na 
forma replicativa epimastigota. No intestino posterior do vetor, diferenciam-se novamente em 
tripomastigotas metacíclicas infectivas que são depositadas com as excretas na pele do 
hospedeiro vertebrado, por ocasião do repasto sanguíneo (131,132).  
Os parasitas são introduzidos no organismo do hospedeiro vertebrado pela pele 
quando o indivíduo se coça, ou por membranas mucosas via mãos contaminadas – no caso de 
hospedeiros mamíferos não humanos isso ocorre quando o animal coça o local com a boca, o 
que permite a ingestão do parasita. T. cruzi invade as células nucleadas de diversos tecidos do 
hospedeiro vertebrado, onde a forma amastigota se multiplica. Após nova diferenciação em 
tripomastigota, o parasita rompe a célula e as formas circulantes podem ser ingeridas por um 
vetor, ou invadir novas células e iniciar um novo ciclo de replicação tecidual (131,132).  
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A espécie Triatoma infestans foi a principal responsável pela transmissão 
domiciliar da doença de Chagas durante anos em regiões endêmicas (122). Esses vetores – e 
consequentemente a doença de Chagas – estavam tipicamente associados a áreas pobres e 
rurais e a habitações de adobe ou pau-a-pique, onde comumente colonizavam frestas na 
parede ou rachaduras nos telhados, tornando-se ativos durante a noite, quando realizavam o 
respasto sanguíneo (120,122).  
Ações da “Iniciativa Cone Sul de Eliminação de Triatoma infestans e da 
interrupação da transmissão transfusional da tripanossomíase americana”, criada em 1991, 
permitiram uma redução significativa da transmissão por transfusão sanguínea e a certificação 
do Brasil como país livre da transmissão domiciliar vetorial por T. infestans em 2006 (133).  
Esses esforços não foram, entretanto, suficientes para controlar outros 
mecanismos de transmissão, que passaram a despertar atenção. Há, ainda, transmissão vetorial 
por outras espécies de triatomínios, incluindo transmissão vetorial extradomiciliar ou 
peridomiciliar e domiciliar sem colonização do vetor. Além disso, há surtos regionais de 
Chagas aguda por transmissão oral em áreas sem a presença de vetores domiciliados (110). 
Casos agudos de doença de Chagas por transmissão oral estão associados a 
apresentações clínicas mais severas e maior mortalidade (108,134–136). Os surtos são 
associados à ausência de boas práticas de higiene na manipulação e armazenamento de 
alimentos e à invasão humana de habitats silvestres. A contaminação dos alimentos pode 
ocorrer por excretas de triatomíneos infectados, ou pelo próprio vetor triturado, além de 
contaminação por conteúdo de glândulas anais de gambás (Didelphis spp.) (136,137).  
Os gambás são capazes de manter estágios extracelulares multiplicativos de T. 
cruzi não somente na circulação sanguínea, mas também no lúmen de suas glândulas anais 
odoríferas (138). O conteúdo das glândulas é eliminado em situações de estresse, sendo 
possível, portanto, a eliminação do parasita e contaminação do ambiente ao redor (109).  
Atualmente, a transmissão oral é a via de infecção humana mais frequente no 
Brasil, considerando-se os dados do último boletim epidemiológico sobre a doença de Chagas 
aguda: entre 2000 e 2013, 68,9% dos casos foram atribuídos à transmissão oral. Nesse 
período, apenas 6,4% dos casos foram associados à transmissão vetorial (extradomiciliar ou 
sem colonização domiciliar) e somente cerca de 1,0% ocorreu por outras vias, sendo 0,7% por 
transmissão acidental ou transfusional e 0,4% por transmissão congênita. Alguns valores 
34 
Introdução_________________________________________________________________ 
podem estar submestimados, pois não se definiu a provável via de transmissão em 23,7% dos 
casos notificados (139).  
A maior frequência dos casos agudos por transmissão oral é registrada na região 
Amazônica, associados à ingestão de açaí não pasteurizado. Também há casos na região 
extra-Amazônica, associados à ingestão de caldo de cana contaminado (137,140). Há, ainda, 
raros relatos de infecção humana atribuída ao consumo ou manipulação de carne de caça 
(141,142). 
É necessário ressaltar que a infecção por T. cruzi é considerada uma parasitose 
primariamente silvestre e a transmissão oral possui caráter habitual no ciclo enzoótico 
primitivo, devido à ingestão de insetos vetores e de mamíferos (presas) infectados por 
hospedeiros mamíferos suscetíveis (108,111,112,137). A infecção oral possivelmente também 
ocorria quando o homem pré-histórico ingeria carne de caça não cozida (143).  
A teoria clássica da origem da infecção humana por T. cruzi remete há seis a oito 
mil anos, após a domesticação de pequenos roedores do gênero Cavia por povos andinos 
(111,144). Entretanto, o uso de ferramentas moleculares em estudos paleoparasitológicos 
produziu evidências de infecção humana anteriores ao período proposto (145). As evidências 
sugerem que, na realidade, a participação do homem no ciclo de transmissão de T. cruzi é 
possivelmente tão antiga quanto sua existência nas Américas (111,144). 
No que diz respeito a mamíferos silvestres, a infecção por T. cruzi já foi relatada 
numa ampla variedade de espécies (119). Considerando que os triatomíneos são generalistas e 
estão amplamente distribuídos, a transmissão vetorial à fauna de hospedeiros mamíferos pode 
ocorrer em diferentes estratos florestais (108,137). Esses animais estão constantemente 
expostos a infecções únicas, mistas ou múltiplas, ou seja, um único hospedeiro pode estar 
infectado por mais de uma DTU simultaneamente (107,132,146,147). 
Várias espécies podem ser identificadas como potenciais reservatórios de T. cruzi 
numa mesma localidade (39). Uma mesma espécie pode, ainda, variar em sua importância no 
ciclo de transmissão em momentos distintos. Ou seja, as espécies de hospedeiros mamíferos 
diferem em sua importância epidemiológica de acordo com uma dada escala espaçotemporal 
(39,137,148–150), de acordo com o conceito mais abrangente de reservatório, abordado 
anteriormente (37–39).  
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Marsupiais são os mamíferos mais frequentemente relatados com a infecção em 
todos os biomas (107,151). Os gambás são referidos como reservatórios por diversos autores 
e podem exercer esse papel em ciclos de transmissão de T. cruzi (109,135).  
Tatus, preguiças e tamanduás, animais da superordem Xenarthra, bem como os 
gambás, são os mais antigos hospedeiros conhecidos de T. cruzi (39,152). Possuem 
importância epidemiológica associada à caça e ingestão de sua carne em algumas regiões, 
como a Amazônica (39). Os roedores são os maiores alvos de predação dentre os mamíferos 
e, portanto, podem estar envolvidos na transmissão oral do parasita na natureza (39).  
Os quatis (Nasua nasua), animais da ordem Carnivora, parecem atuar como 
reservatórios na região do Pantanal, onde também os javalis (Sus scrofa), animais da ordem 
Artiodactyla, foram associados como reservatórios mantenedores de T. cruzi (153,154).  
Os morcegos, mamíferos da ordem Chiroptera, podem ser importantes por sua 
abundância, adaptação ao ambiente antropizado e por compartilharem abrigos com 
triatomíneos vetores (39). Algumas teorias afirmam que a origem de T. cruzi é atribuída à 
diversificação de tripanossomas de morcegos há milhares de anos (155,156).  
A participação de mamíferos domésticos na transmissão de T. cruzi também varia 
de acordo com a localidade (157). Cães atuam como reservatórios na região do Chaco 
argentino (158). No Brasil, o papel dos cães na transmissão é controverso: frequentemente se 
expõem ao parasita em ciclos peridomésticos, desenvolvendo anticorpos, mas raramente 
desenvolvem parasitemia, considerando que o isolamento por xenodiagnóstico ou 
hemocultura é raro nesses animais (39,152,159). Por esses fatores, além de serem animais aos 
quais se tem fácil acesso, cães têm sido propostos como sentinelas do risco da infecção 
humana (39,110,160). 
Assim como outras zoonoses de transmissão vetorial, o controle da doença de 
Chagas é complexo, em especial devido à plasticidade biológica de T. cruzi. Dentre as 
medidas recomendadas pela OMS, têm-se: controle químico e/ou físico vetorial e contínua 
vigilância entomológica em países endêmicos, mesmo naqueles em que houve a interrupção 
da transmissão vetorial intradomiciliar, como o Brasil; triagem de bancos de sangue e de 
doadores de órgãos; tratamento de indivíduos na fase indeterminada inicial; monitoramento de 
gestantes para vigilância e controle da transmissão congênita, além de exame de recém-
nascidos para tratamento precoce; boas práticas de higiene no preparo, transporte, 
armazenamento e consumo de alimentos (119,120).  
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1.6. Rickettsia spp. e febre maculosa brasileira 
 
As bactérias do gênero Rickettsia são responsáveis pelas riquetsioses, zoonoses 
transmitidas ao homem por carrapatos (161,162). Trata-se de cocobacilos gram-negativos 
pertencentes à ordem Rickettsiales, família Rickettsiaceae, gênero Rickettsia, cujas espécies 
estão classificadas em diferentes grupos filogenéticos (163).  
Embora estejam entre as mais antigas enfermidades transmitidas por vetores 
conhecidas, ao longo das duas últimas décadas várias espécies de Rickettsia patogênicas ao 
homem foram descritas, além de novos perfis epidemiológicos e expansão de sua distribuição, 
o que aumentou o reconhecimento da importância dessas infecções (162,164,165). 
Espécies do Grupo da Febre Maculosa (GFM) são responsáveis por infecções 
humanas na África, Ásia, Austrália e Américas (166). A febre maculosa é a mais severa 
riquetsiose, referida nos EUA como febre maculosa das Montanhas Rochosas (Rocky 
Mountain spotted fever) e no Brasil como FMB (167).  
A FMB é uma enfermidade febril aguda, a mais importante dentre as doenças 
transmitidas por carrapatos no Brasil (168). As primeiras descrições oficiais de casos de FMB 
datam de 1929, em áreas de expansão urbana da região metropolitana de São Paulo, quando 
ainda era reconhecida como “typho exanthemático de São Paulo”. Após vários relatos da 
doença nas duas décadas que se seguiram, houve um período de “silêncio” com pouquíssimos 
casos registrados (169–171).  
A partir do final da década de 1980, houve uma clara reemergência da FMB, com 
inúmeros casos relatados, especialmente no estado de Minas Gerais (171,172) e de São Paulo 
(170,171,173), onde foram registrados particularmente na região de Campinas (169,174).  
Desde então, observou-se um aumento no número de casos, atribuído em parte à 
melhoria nas atividades de vigilância, especialmente após tornar-se uma enfermidade de 
notificação compulsória no estado de São Paulo em 2001 (170) e em todo o país em 2014 
(175). Também se verificou a expansão de áreas de transmissão, inclusive para áreas urbanas, 
além da manutenção de elevadas taxas de letalidade (171). 
Em 2016, 139 casos de FMB foram registrados no Brasil, na região Sudeste, em 
todos os estados; na região Sul, no Paraná e em Santa Catarina; na região Centro-Oeste, no 
Mato Grosso do Sul; além de um único caso em cada um dos seguintes estados: Rondônia, 
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Tocantins, Mato Grosso, Goiás e Distrito Federal (176). No mesmo ano, 45,32% dos casos 
ocorreram no estado de São Paulo, onde são registrados óbitos todos os anos, desde 2000 
(176). Cerca de 10,0% dos casos confirmados em todo o estado entre 2007 a 22 de junho de 
2017 ocorreram no município de Campinas (177). 
Riquétsias do grupo da FMB infectam o homem quando este é parasitado 
incidentalmente por carrapatos infectados, o que pode ocorrer em todos os estádios do vetor, 
larva, ninfa e adulto (170). Entretanto, estima-se que sejam necessárias seis a dez horas de 
parasitismo para que ocorra a inoculação das riquétsias e, por isso, a transmissão pelo 
carrapato adulto é menos comum, devido à sua fácil percepção e remoção pelo indivíduo 
parasitado (171).   
Embora a transmissão vetorial seja a via de transmissão humana de maior 
relevância, é possível a transmissão por transfusão de hemoderivados (178); transmissão 
acidental pela manipulação do agente em laboratório (179); além de contaminação de portas 
de entrada na pele com conteúdo gástrico do carrapato, quando do esmagamento do 
ectoparasita ao retirá-lo (171). 
As riquétsias são organismos intracelulares obrigatórios, que se localizam e se 
multiplicam em células do endotélio vascular, produzindo lesões e, consequentemente, 
alterações clínicas (164,166). O exantema (rash), geralmente maculopapular, ocorre 
predominantemente nas regiões palmar e plantar, podendo evoluir para púrpura hemorrágica, 
necrose ou gangrena em quadros graves (164,168,180–182).  
Entretanto, os sinais clínicos iniciais são bastante inespecíficos e o exantema pode 
não estar presente (175), dificultando o diagnóstico e a instituição precoce do tratamento com 
antibioticoterapia, utilizando as drogas cloranfenicol ou doxiciclina (168,183–185). 
A espécie Rickettsia rickettsii é o principal agente de riquetsioses nas Américas, 
inclusive no Brasil (163,186). As infecções por esse agente são frequentemente severas, com 
índices de letalidade elevados (175), especialmente na América do Sul (187), o que está 
relacionado, dentre outros fatores, ao tempo de diagnóstico e tratamento (181,183,188,189).  
São implicados como principais vetores no Brasil, carrapatos da família Ixodidae 
ou “carrapatos duros”, particularmente do gênero Amblyomma, conhecidos popularmente 
como “carrapato estrela”, “carrapato de cavalo” ou “rodoleiro” (171,190,191). 
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Amblyomma sculptum é o principal vetor da FMB, anteriormente referido como A. 
cajennense. Após revisão de sua taxonomia, definiu-se a nomenclatura A. cajennense sensu 
lato (s.l.), referindo-se a um grupo de seis espécies: A. cajennense sensu stricto (s.s.), A. 
interandinum, A. mixtum, A. patinoi, A. sculptum e A. tonelliae (192).  
A. cajennense s.s. é encontrado na região Amazônica, enquanto A. sculptum 
ocorre em áreas de floresta pluvial de altitude, no nordeste da Argentina, Bolívia, Paraguai e, 
no Brasil, nos estados do Espírito Santo, Minas Gerais, Rio de Janeiro, São Paulo, Paraná, 
Pernambuco, Piauí, Mato Grosso, Mato Grosso do Sul e Goiás (192).  
No estado de São Paulo, A. sculptum e A. dubitatum são os vetores da FMB em 
áreas de Cerrado e Mata Atlântica devastada. A espécie A. aureolatum é endêmica na Floresta 
Pluvial Atlântica e responsável pela transmissão na região metropolitana de São Paulo 
(171,191).  
Há relatos de detecção de riquétsias em R. sanguineus em áreas endêmicas para 
FMB no Brasil (186,193–195). Contudo, não foi comprovada a transmissão de R. rickettsii a 
humanos por essa espécie de carrapato, que raramente os parasita (196,197). 
No Brasil, outras espécies de riquétsias vêm sendo investigadas e algumas foram 
associdadas à infecção humana, inclusive com a descrição de novas cepas. Em 2009, foi 
descrita Rickettsia spp. cepa Mata Atlântica, intimamente relacionada à R. parkeri e R. africae 
(188), com casos relatados em São Paulo, em Santa Catarina e na Bahia 
(183,188,189,198,199). A espécie de vetor associada à transmissão é A. ovale, distribuída em 
áreas de Floresta Atlântica submontanhosa e na região litorânea do país (171,188,200). 
A espécie R. parkeri foi reconhecida como agente da febre maculosa nos EUA, 
transmitida por A. maculatum (201) e, na América do Sul, em países como Uruguai e 
Argentina, cuja transmissão é associada à espécie de carrapato A. triste (202–205).  
A importância epidemiológica de R. parkeri tem sido sugerida no Brasil, devido à 
sua detecção em carrapatos A. triste, inclusive em áreas com casos humanos de FMB, 
particularmente no bioma Pampa, mas também no Pantanal (206,207) e no estado de São 
Paulo (208).  A. tigrinum (209) e A. dubitatum (210) também foram detectados com a 
infecção e canídeos silvestres foram associados a ciclos enzoóticos no Pampa brasileiro (211). 
A espécie R. felis também foi relacionada à infecção humana no Brasil. (172,212–215).  
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Os carrapatos atuam não somente como vetores, mas como hospedeiros e 
reservatórios de R. rickettsii. Além da infecção por repasto sanguíneo em hospedeiros 
vertebrados infectados, a infecção entre carrapatos é mantida por transmissão transovariana e 
transestadial (171,216).  
O ciclo biológico dos carrapatos vetores é trioxênico. A fêmea adulta fecundada e 
ingurgitada ovipõe cerca de 5.000 a 8.000 ovos e morre. Quando há transmissão vertical, em 
cerca de 30 dias eclodem larvas (“micuins”) infectadas, que podem se alimentar e infectar um 
hospedeiro vertebrado. Larvas livres da infecção podem adquiri-la quando realizam o repasto 
sanguíneo em hospedeiro vertebrado infectado. A muda para ninfa e adulto ocorre no solo e, 
bem como as larvas, ambos os estádios alimentam-se de sangue de hospedeiro vertebrado, 
podendo transmitir ou infectar-se com as riquétsias (171,216).  
R. rickettsii é patogênica ao carrapato, infectando inicialmente as células epiteliais 
de seu intestino médio, multiplicando-se e invadindo sua hemocele. A partir daí, se multiplica 
em outros tecidos, incluindo as glândulas salivares e os ovários, por onde é transmitida ao 
hospedeiro vertebrado e à prole, respectivamente (216). Embora consiga sustentar a infecção 
por múltiplas gerações sucessivas, o número de carrapatos infectados decresce a cada geração.  
Portanto, os hospedeiros vertebrados possuem um papel fundamental na 
manutenção de R. rickettsii na natureza, permitindo a infecção de novas linhagens de 
carrapatos, particularmente os hospedeiros amplificadores, que exibem alta transmissibilidade 
ao vetor (217). No Brasil, ao menos duas espécies da fauna silvestre são incriminadas como 
hospedeiros amplificadores: as capivaras (Hydrochaeris hydrochaeris) e os gambás. Estes 
últimos são abundantes em áreas endêmicas de FMB, podendo ser infestados por um grande 
número de estádios imaturos de carrapatos vetores (170). 
As capivaras são um dos principais hospedeiros de A. sculptum. Bem como os 
gambás, são prolíficas e suscetíveis à infecção por R. rickettsii (167). Entretanto, foram 
especialmente associadas à epidemiologia da FMB após um substancial desequilíbrio 
populacional após o aumento de áreas de plantação de cana-de-açúcar (218,219), que 
ocuparam grandes extensões de terra, substituindo matas ciliares e remanescentes de matas. A 
plantação em larga escala cresceu substancialmente no Brasil, particularmente em São Paulo, 
o que se deve principalmente à demanda doméstica por etanol (220).  
A cana serve de fonte alimentar para as capivaras que habitam as áreas 
fragmentadas pelas plantações. Em várias áreas do Brasil as capivaras são consideradas uma 
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“peste agrícola” por produtores rurais (221), invadindo áreas de plantação em busca de 
alimentos, após a fragmentação de seu habitat natural. Esse processo, por sua vez, influencia a 
dinâmica de transmissão de agentes que circulam entre esses animais, como as riquétsias 
(218). Há aglomerados (clusters) geográficos e temporais de casos humanos de FMB 
associados à presença de capivaras (166,222).  
Os equinos também possuem importância na epidemiologia da FMB por atuarem 
como os principais hospedeiros de todos os estádios do vetor A. sculptum, seguidos da anta 
(Tapirus terrestris) e das capivaras (171).  
Carnívoros, em especial o cão doméstico, são os principais hospedeiros de 
carrapatos adultos das espécies A. aureolatum e A. ovale, desempenhando o importante papel 
de carrear os carrapatos para o domicílio a partir de áreas de mata (171,223).  
Os cavalos e os cães domésticos são propostos como animais sentinelas ao risco 
de infecção humana, ou seja, a detecção de anticorpos nesses animais indica a circulação de 
R. rickettsii em determinada localidade e período de tempo (224–229).  
Aves passeriformes, especialmente o sabiá-laranjeira (Turdos rufiventres) e o 
olho-de-fogo (Pyriglena leucoptera), e, com menor frequência, algumas espécies de roedores, 
atuam como hospedeiros primários dos estágios imaturos de A. aureolatum. Roedores e 
carnívoros são os hospedeiros mais frequentes de larvas e ninfas de A. ovale (171,223). 
Evitar o contato com carrapatos é a principal medida preventiva para FMB (166). 
É recomendado que, diante da necessidade de visitar áreas infestadas, se utilize barreiras 
físicas, como calças e botas lacradas com fitas adesivas de dupla face; ou químicas, como 
roupas impregnadas com repelentes. Posteriormente, o corpo deve ser vistoriado quanto à 
presença de carrapato que, caso encontrado, deve ser retirado cuidadosamente com o auxílio 
de uma pinça (171). 
A detecção precoce de casos suspeitos para estabelecimento de tratamento 
adequado e redução da letalidade também constitui uma importante medida de vigilância e 
controle da FMB. A investigação de surtos para determinação dos locais prováveis de 
infecção é outro pilar da vigilância epidemiológica. Além disso, medidas de educação em 
saúde efetivas são fundamentais para que a população conheça os locais de ocorrência de 
casos ou de carrapatos vetores e, consequentemente, de risco de infecção. Os profissionais de 





A APA de Campinas faz parte do cenário cada vez mais frequente de 
modificações de origem antropogênica em ecossistemas. A expansão urbana do município 
para o interior do território da APA – embora incompatível com as diretrizes de uma área 
ambiental protegida – permitiu o desenvolvimento de uma intensa interface entre a fauna 
silvestre, o homem e seus animais domésticos. Há uma preocupação crescente com essa 
relação de proximidade em ambientes degradados, que é permeada por alterações que podem 
aumentar o risco de ocorrência de infecções zoonóticas (16,19,231). 
Os surtos de zoonoses em humanos e cães que passaram a habitar a APA, 
associados à história de criação e ocupação dessa área, parecem reiterar os riscos à saúde 
animal, humana e ambiental como consequência de alterações em ecossistemas. Entretanto, 
são múltiplos e complexos os fatores envolvidos na transmissão de zoonoses, particularmente 
daquelas transmitidas por vetores (11). Esses fatores permanecem pouco elucidados na APA, 
em especial aqueles inerentes à fauna silvestre, devido às dificuldades no estudo de animais 
de vida livre.  
  O projeto de pesquisa desenvolvido nesta tese foi inicialmente proposto para 
investigação de um ciclo enzoótico de Leishmania na APA-Campinas, em especial do agente 
da LV, L. (L.) infantum. As particularidades ecoepidemiológicas do foco de LV em cães de 
Campinas despertaram a necessidade de investigar a ocorrência do parasita em mamíferos da 
fauna silvestre e de esclarecer o papel desses animais nessa área de transmissão.  
Dentre essas particularidades, pode-se citar: os casos autóctones de LV do 
município estão restritos, desde 2009, a cães que habitam uma área geográfica contígua de 
dois condomínios habitacionais situados no interior da APA; embora a enzootia canina 
geralmente preceda à ocorrência de casos humanos em áreas endêmicas no Brasil (58), até 
janeiro de 2018 não houve notificações de LV humana em Campinas (47); a incidência e 
prevalência da infecção em cães e a densidade de Lu. longipalpis nesse foco de transmissão 
são inferiores às da maioria das áreas endêmicas para LV no país (48). 
Resultados preliminares obtidos durante a investigação da infecção por 
Leishmania motivaram a ampliação do projeto de pesquisa, com transferência de nível de 
mestrado para doutorado. A detecção do parasita Trypanosoma rangeli atentou para a possível 
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circulação do agente da doença de Chagas, T. cruzi, considerando-se que os dois agentes se 
sobrepõem em sua distribuição geográfica e competem biologicamente por vetores do gênero 
Rhodnius e por hospedeiros animais, especialmente marsupiais (232). 
Optou-se, ainda, por investigar os mamíferos capturados quanto à ocorrência de 
infecções por agentes da FMB, considerando-se (i) o esforço para captura e amostragem de 
animais da fauna local; (ii) o conhecimento escasso da infecção na fauna silvestre, devido a 
não inclusão desses animais na rotina de atividades de vigilância epidemiológica; e (iii) a 
importância epidemiológica da FMB em Campinas, onde foi notificado o maior número de 
casos humanos do estado de São Paulo no período de 2007 a junho de 2017 (177), que 
ocorreram inclusive na região da APA (50,51). 
A consolidação de abordagens multidisciplinares e abrangentes para o 
enfrentamento de problemas de saúde pública demonstra a necessidade de se considerar a 
fauna silvestre em ciclos de transmissão de microrganismos com potencial patogênico (233). 
O desconhecimento dos agentes que circulam entre a fauna de um determinado local, 
particularmente quando em contato com o homem, pode impedir a avaliação adequada dos 












3.1. Objetivo Geral 
 
Investigar a circulação de agentes das leishmanioses, doença de Chagas e febre 
maculosa brasileira entre mamíferos silvestres de vida livre da área de proteção ambiental 
municipal de Campinas, estado de São Paulo. 
 
3.2. Objetivos Específicos  
 
● Verificar a exposição dos mamíferos silvestres amostrados aos agentes das leishmanioses e 
a exposição de gambás à R. rickettsii, principal agente da FMB, por detectação de anticorpos; 
● Pesquisar a infecção por Leishmania spp., T. cruzi e Rickettsia spp., particularmente 
riquétsias do grupo da febre maculosa, pela detecção de fragmentos do DNA desses agentes 
em amostras biológicas (sangue e/ou pele) dos mamíferos silvestres capturados; 
● Analisar, qualitativamente, o uso de dois diferentes pares de iniciadores (primers) para a 
detecção de fragmentos do DNA de Leishmania spp. e T. cruzi em amostras biológicas de 
mamíferos silvestres com o uso da reação em cadeia da polimerase (PCR) convencional; 
● Comparar, de modo qualitativo, o uso da técnica da PCR em tempo real em relação à PCR 
convencional para detecção do agente etiológico da leishmaniose visceral, L. (L.) infantum, 
em amostras sanguíneas; 
● Descrever as espécies animais que apresentarem infecção pelos agentes estudados e ilustrar 





4.1. Considerações éticas, autorizações e apoio financeiro 
 
O projeto de pesquisa foi desenvolvido mediante aprovação da Comissão de Ética 
no Uso de Animais (CEUA) da UNICAMP (nº 3296-1; Anexo 1) e do Instituto Brasileiro do 
Meio Ambiente e dos Recursos Naturais Renováveis (IBAMA) por meio do Instituto Chico 
Mendes para a Conservação da Biodiversidade (ICMBio), pelo Sistema de Autorização e 
Informação em Biodiversidade (SISBIO, autorizações nº 42926-1 e 42926-2; Anexo 2).  
O Conselho Gestor Municipal da APA de Campinas (CONGEAPA) foi informado 
sobre a realização da pesquisa (protocolo nº 2014.10.11977; Apêndice 4). A Secretaria 
Municipal de Saúde (SMS) de Campinas emitiu autorização (nº 019/2014) referente à 
participação de profissionais do Departamento de Vigilância em Saúde do município nos 
trabalhos de campo, particularmente da equipe responsável pelo programa de controle da 
leishmaniose da Unidade de Vigilância em Zoonoses (UVZ) (Anexo 3). 
Foram solicitadas, ainda, autorizações a cada um dos responsáveis pelas 
propriedades particulares (condomínios ou propriedades rurais) nas quais estavam situados os 
fragmentos de mata armadilhados. Foi entregue à comunidade um documento informativo a 
respeito da LV e do projeto de pesquisa, elaborado em parceria com a UVZ (Apêndice 3). 
O projeto de pesquisa foi desenvolvido com recursos concedidos pela Fundação 
de Amparo à Pesquisa do Estado de São Paulo (FAPESP), sendo: auxílio à pesquisa regular, 
processo nº 2014/27212-0; bolsa de mestrado, processo nº 2014/13049-0; e bolsa de 
doutorado direto, processo nº 2016/02572-0. As opiniões, hipóteses e conclusões ou 
recomendações expressas neste material são de responsabilidade dos autores e não 
necessariamente refletem a visão da FAPESP. 
 
4.2. Desenho e área de estudo 
 
Trata-se de um estudo epidemiológico transversal, com investigação sorológica 
e/ou molecular da ocorrência de infecções por Leishmania spp., Trypanosoma cruzi e 




A amostra foi constituída pela totalidade de animais silvestres capturados em 
localidades no interior da APA, no período do estudo. Testes estatísticos para o delineamento 
amostral não foram aplicados, uma vez que há escassez de dados a respeito da infecção por 
esses agentes nas diferentes espécies silvestres e da população total de mamíferos na região.  
Com auxílio do programa Google Earth (Google
®
, versão 7.1.2.2041, compilação 
em 2013) foram selecionadas 18 diferentes áreas do território da APA para armadilhamento, 
baseando-se em critérios como localização, tamanho e distância da área de mata a áreas 
urbanizadas, sua proximidade a curso hídrico, além de facilidade de acesso por estradas. Essas 
áreas estão ilustradas na Figura 4, elaborada no software ESRI
®
 ArcGIS™ 10.0, ArcView 
Licence Type (1999-2010 ESRI Inc), utilizando base cartográfica do município, obtida na 
página da internet do Instituto Brasileiro de Geografia e Estatística (www.ibge.gov.br).   
Os fragmentos florestais e recursos hídricos da APA foram mapeados pelo médico 
veterinário Claudio Luiz Castagna, da UVZ-SMS-Campinas, por meio de um Sistema de 
Informação Geográfica com o programa MapInfo, utilizando-se uma camada matricial de foto 
aérea da APA obtida em 2007. Sobrepôs-se uma camada vetorial com os remanescentes de 
Mata Atlântica de São Paulo, produzida pelo projeto SOS Mata Atlântica e obtida na página 
da internet do Instituto Nacional de Pesquisas Espaciais (www.inpe.br).   
Denominou-se “área de transmissão de leishmaniose visceral” (ATLV) a área 
localizada em um raio de 1.000 m dos dois condomínios habitacionais onde ocorrem os casos 
caninos de LV. Embora essa delimitação seja superior ao raio de vôo de Lu. longipalpis, em 
geral inferior a 500 m (235), optou-se por ampliar a área de potencial transmissão, devido à 
ausência de informações sobre a infecção de mamíferos silvestres nessa localidade, à presença 
de conexões entre áreas de mata e ao fato de todos os casos de LVC notificados em Campinas 
ocorrerem no interior dessa área. 
Seis das 18 áreas de armadilhamento encontram-se no interior da ATLV, na zona 
urbana da APA (Fig. 4): quatro nos condomínios onde foram notificados os casos de LVC 
(condomínio A e B; nº 15-18); uma em propriedade rural vizinha ao condomínio B (nº 7); e 
uma em área de mata fragmentada por instalações do gasoduto Bolívia-Brasil (nº 8). Outras 
três áreas (nº 9, 10 e 11) são caracterizadas como rurais e estão próximas à ATLV. As demais 
constituem fragmentos de mata em propriedades rurais distantes da zona urbana.  
Em oito áreas (nº 1, 3, 4, 5, 6, 7, 12 e “condomínio B”) situam-se remanescentes 




duas áreas no fragmento “mata Ribeirão Cachoeira” (nº 5 e 6), uma no fragmento “Faz. 
Recreio” (nº 1) e uma no fragmento “Faz. Santana” (nº 7). Nove das 18 áreas (nº 2, 5, 6, 7, 9, 




Figura 4. Mapa da área de proteção ambiental de Campinas, com destaque para os fragmentos remanescentes de 
mata, zona urbana e hidrografia, além da distribuição das dezoito áreas selecionadas para captura de mamíferos 
silvestres. Campinas, São Paulo, 2013.  
 
4.3. Captura de mamíferos silvestres 
 
As capturas de mamíferos silvestres foram realizadas durante um ano, entre abril 
de 2014 a março de 2015, em doze semanas de trabalho de campo, sendo uma semana por 
mês e três por estação do ano. As atividades foram realizadas com o auxílio de profissionais 
da UVZ-SMS. As armadilhas foram gentilmente cedidas por pesquisadores do Instituto 




A cada semana, durante três dias e três noites consecutivas, 03/18 áreas 
selecionadas na APA foram armadilhadas simultaneamente. Utilizou-se como critérios de 
seleção das três áreas: (i) uma necessariamente deveria estar situada dentro da ATLV; (ii) 
outra deveria ser externa à ATLV e à zona urbana da APA; e (iii) a terceira foi selecionada 
por sorteio dentre as áreas restantes. Portanto, as 18 áreas não foram armadilhadas com a 
mesma frequência, objetivando-se uma amostragem mais representativa de áreas de mata 
preservadas, de áreas urbanizadas e de áreas situadas no foco de LVC. 
Em cada uma das três áreas foram instaladas 20 armadilhas de metal dobráveis do 
tipo tomahawk (Fig. 5) contendo iscas de banana e carne de frango, sendo dez com as 
dimensões de 30 x 21 x 20 cm e dez com 55 x 20 x 20 cm. As 60 armadilhas (20/área) foram 
distribuídas em transectos lineares ao longo do solo, com distância de 10 a 20 metros (236), 
sendo verificadas a cada dia.  
 
 
Figura 5. Armadilhas do tipo tomahawk utilizadas para captura de pequenos mamíferos silvestres. A: armadilha 
com gatilho preso ao gancho contendo a isca, permitindo a entrada no animal; B: armadilha desarmada, com 
gatilho solto, servindo de trava para impedir a abertura e fuga do animal. 
 
Esperava-se capturar espécies de pequenos mamíferos pertencentes ao inventário 
de mamíferos silvestres da APA de Campinas (Quadro 1), realizado pela Empresa Brasileira 
de Pesquisa Agropecuária (EMBRAPA) por observação direta dos indivíduos (237), com 
exceção de quirópteros, devido à metodologia de armadilhamento utilizada.  
Ressalta-se que espécies que diferem da classe Mammalia não foram amostradas 
nesse estudo e, quando estes animais eventualmente adentraram as armadilhas, foi efetuada 
soltura imediata no local, sem que fosse realizada qualquer intervenção. Além disso, pequenos 
roedores também foram excluídos da amostragem, devido a dificuldades quanto à captura nos 
modelos de armadilhas utilizados, bem como quanto à identificação das espécies e à colheita 




Quadro 1. Espécies pertencentes ao inventário da fauna silvestre da área de proteção ambiental do município de 
Campinas, São Paulo, excluindo-se animais da ordem Chiroptera. 
Classificação taxonômica Segundo Roskov et al. (238). Fonte: Embrapa (237).  
 
 
Classificação Nome popular Nome científico 
Ordem Artiodactyla  
Família Cervidae Veado-mateiro Mazama americana 
Ordem Carnivora   
Família Canidae Cachorro-do-mato Cerdocyon thous 
Família Felidae Onça-parda, suçuarana Puma concolor 
 Jaguatirica, oncelote Leopardus pardalis 
 Gato-maracajá Leopardus wiedii 
 Jaguarundi Puma yagouaroundi 
Família Mustelidae Irara Eira barbara 
 Lontra Lontra longicaudis 
 Furão Galictis cuja 
Família Procyonidae Guaxinim, mão-pelada Procyon cancrivorus 
Ordem Cingulata   
Família Dasypodidae Tatu-galinha, tatuetê Dasypus novemcinctus 
 Tatu-peludo, tatupeba Euphractus sexcinctus 
Ordem Didelphimorphia  
Família Didelphidae Cuíca da cauda pelada Caluromys philander 
 Cuíca-de-quatro-olhos Philander opossum 
 Gambá-de-orelha branca Didelphis albiventris 
 Gambá Didelphis marsupialis 
Ordem Lagomorpha   
Família Leporidae Tapeti, lebre Sylvilagus (Tapeti) brasiliensis 
Ordem Primates   
Família Atelidae Bugio, barbado, guariba Alouatta fusca 
Família Cebidae Macaco-prego Cebus apella 
Família Callitrichidae Sagui-de-tufo-branco Callithrix jacchus 
Família Pitheciidae Sauá, guigó Callicebus (Callicebus) personatus 
Ordem Rodentia   
Família Cuniculidae Paca Agouti paca 
Família Dasyproctidae Cutia-amarela Dasyprocta azarae 
Família Caviidae Preá Cavia aperea 
 Capivara Hydrochaeris hydrochaeris 
Família Myocastoridae Ratão-do-banhado Myocastor coypus 
Família Muridae Camundongo Mus musculus 
Família Cricetidae Rato-do-mato Bolomys lasiurus 
 Rato-do-mato Calomys laucha 
Família Erethizontidae Ouriço-cacheiro Sphiggurus villosus 




4.4. Colheita de material biológico  
 
A captura, contenção, manipulação e colheita de amostras biológicas dos 
mamíferos silvestres foram realizadas de acordo com diretrizes para uso de mamíferos 
selvagens em pesquisa, elaboradas pela American Society of Mammalogists (239). 
Para a colheita de amostra biológica, os animais foram submetidos à contenção 
física manual. As drogas cetamina (Quetamina
®
, Vetnil, Brasil) e midazolam (Dormire
®
, 
Cristália, Brasil) foram utilizadas quando a contenção manual não foi suficiente, mediante 
estimativa visual e manual do peso corpóreo, em doses intramusculares de, respectivamente, 
10 mg/kg e 1-2 mg/kg (236,240). A recuperação anestésica ocorreu no interior da armadilha.  
Cada mamífero capturado recebeu identificação por meio de microchip agulhado 
(Microchips Brasil
®
, Brasil), aplicado de modo subcutâneo entre as escápulas com aplicador 
do tipo seringa, de acordo com instruções do fabricante (Fig. 6). Os microchips permitiram a 
identificação de mamíferos que foram recapturados, tendo em vista que sua presença era 
verificada com auxílio de um leitor de microchip (modelo AT01, Animal Tag
®
, Brasil; Fig. 7) 
antes da colheita de amostra. Uma nova amostra biológica foi colhida somente quando o 
intervalo entre a primeira e a segunda captura foi igual ou superior a 14 dias. 
Uma avaliação clínica do estado geral de saúde de cada animal capturado foi 
realizada para verificar a ocorrência de sinais clínicos aparentes, como a presença de lesões 
cutâneas. Não se realizou exame físico e clínico completos (ex.: aferição de parâmetros como 
temperatura corpórea, frequência cardíaca, etc.), a fim de evitar um período prolongado de 
manipulação e contenção, minimizando o estresse do animal.  
O fluxograma de colheita e processamento das amostras está ilustrado na Figura 
8.  Após tricotomia e antissepsia local com álcool 70%, foram colhidos de dois a cinco mL de 
sangue, de acordo com o porte do animal, a partir de punção da veia caudal ou femoral. A 
amostra sanguínea foi parcialmente acondicionada em um tubo contendo o anticoagulante 
EDTA (Ethylenediamine tetraacetic acid), destinada à confecção de esfregaço sanguíneo 
ainda no local e à posterior extração de DNA; a outra parte foi armazenada em tubo sem 
anticoagulante, para obtenção do soro sanguíneo.  
Adicionalmente, realizou-se biópsia de pele íntegra da cauda e de lesões cutâneas 




operacional do IAL (P-NPS-05, 22/09/2014). Após antissepsia com álcool 70% e anestesia 
local com lidocaína 1,0%, realizou-se a colheita de fragmento de aproximadamente 5,0 mm 
de diâmetro e 30,0 mg de peso (241) com auxílio de lâmina de bisturi, que foi acondicionado 
em microtubo DNAse-free para posterior extração de DNA.  
 
 
Figura 6. Microchipagem de mamíferos silvestres capturados. A: aplicador do tipo seringa com microchip 
agulhado acoplado; B: microchip, contido no interior da agulha; C: aplicação do microchip de modo subcutâneo 
entre as escápulas de um gambá (Didelphis spp.) capturado, após antissepsia com álcool 70%.  
 
 







Figura 8. Fluxograma de processamento e armazenamento das amostras biológicas colhidas de mamíferos 
silvestres capturados na área de proteção ambiental de Campinas, São Paulo. 
 
Informações referentes a cada animal capturado foram registradas a campo em 
planilhas impressas, sendo posteriormente armazenadas em planilha eletrônica do Excel (v. 
2010, Microsoft
®
). Os dados registrados foram: numeração, atribuída em sequência para 
identificação do animal; número do microchip aplicado; classificação taxonômica (238); sexo; 
condição biológica estimada (filhote, jovem, adulto); estado geral de saúde (com ou sem 
alterações aparentes e descrição das alterações); e coordenadas geográficas da área de captura, 
obtidas com auxílio de GPS (modelo nüvi 50LM, Garmin
®
, EUA).  
Cada animal capturado foi fotografado para auxiliar na identificação da espécie, 
realizada com o auxílio de um guia de identificação de mamíferos brasileiros (242). Após 
essas etapas, realizou-se a soltura do animal no local de captura.  
As amostras foram transportadas até o laboratório da UVZ em caixa térmica com 
gelo reciclável e termômetro para controle de temperatura. Os tubos sem anticoagulante foram 
centrifugados a 3000 rpm/10 min para obtenção do soro, que foi armazenado a -80º C até a 
realização da sorologia. Tubos contendo sangue total e amostras de biópsia cutânea foram 
armazenados sob refrigeração (2 a 8º C) até o término de cada semana de captura, quando 
foram encaminhados, também sob refrigeração, ao IAL-SP para extração de DNA. As 




As lâminas de esfregaço sanguíneo confeccionadas a campo foram armazenadas à 
temperatura ambiente, sendo posteriormente coradas com o kit comercial Instat Prov
®
 
(Newprov, Brasil) e avaliadas sob microscopia óptica (Olympus BX40F-33) em objetiva de 
imersão (1000 x) para pesquisa de formas compatíveis com tripanossomatídeos.  
 
4.5. Extração de DNA e avaliação da qualidade de amostras extraídas 
 
A extração de DNA das amostras colhidas foi realizada com o uso do kit 
comercial QIAamp DNA mini Kit (Qiagen
®
, Holanda) no extrator QIAcube (Qiagen
®
, 
Holanda), de acordo com instruções do fabricante.  
Após a extração, realizou-se quantificação da concentração de DNA (ng/µL) de 
cada uma das amostras no equipamento NanoDrop ND-1000
®
 (Thermo Fisher Scientific, 
EUA). O grau de pureza foi determinado pela razão 260/280. A integridade do DNA e 
ausência de inibidores nas amostras extraídas foi avaliada por PCR com primers para o gene 
conservado da proteína de ligação do interfotorreceptor retinóide de mamíferos, que 
amplificam um produto de 227 pares de base (pb), IRBP-CF-FWD (5'-
TCCAACACCACCACTGAGATCTGGAC-3') e IRBP-CF-REV (5'-
GTGAGGAAGAAATCGGACTGGCC-3') (243).  
Essas reações foram realizadas em duplicata em termociclador Veriti
®
 96 Well 
Thermal Cycler (Applied Biosystems
®
, Life Technologies, EUA), utilizando-se 1,0 μL da 
amostra extraída (10 ng/μL) e 11,0 μL de mix composto por: 1,3 μL de tampão (50 mM KCl, 
20 mM de Tris-HCl pH 8,4), 0,4 μL MgCl2 (1,6 μM), 0,25 μL de cada oligonucleotídeo (2,0 
μM), 0,25 μL dNTP (0,2 mM), 0,25 µL (1 U) de Platinum® Taq DNA polymerase (Invitrogen, 
Brasil) e 8,3 μL de água ultrapura. Empregou-se o seguinte perfil de ciclagem: 95º C/5 min; 
30 ciclos a 95ºC/30 seg, 60ºC/30 seg, 72ºC/30 seg; e extensão final de 72°C/5 min. 
 
4.6. Investigação da infecção por Leishmania spp. 
 
4.6.1. Técnicas sorológicas para detecção de anticorpos anti-Leishmania 
As técnicas sorológicas para Leishmania spp. foram executadas em duplicata no 









, EUA) e o teste de aglutinação direta (DAT). 
Foram utilizadas amostras de soros controles positivos e negativos de cães do 
município de Campinas, oriundos, respectivamente, de residências localizadas no interior e 
distantes do foco de LVC. Essas amostras haviam sido previamente testadas em laboratório de 
referência (IAL-SP), utilizando-se as técnicas oficiais de diagnóstico de LVC no Brasil, 
recomendadas pelo Ministério da Saúde (ELISA e TR-DPP
®
 – Bio-Manguinhos, Brasil).  
 
4.6.1.1. Kalazar-detect™ 
O teste imunocromatográfico de fluxo lateral KD foi desenvolvido para detecção 
qualitativa de anticorpos para o antígeno rK39 do complexo L. donovani em humanos. É 
composto por uma fita de membrana de nitrocelulose pré-revestida com o antígeno rK39 na 
linha teste e com o anticorpo de galinha anti-proteína A conjugada ao ouro coloidal 
(conjugado corante) no controle (Fonte: bula do teste, Inbios International
®
, EUA).  
Se anticorpos contra o complexo L. donovani estiverem presentes na amostra de 
soro, estes reagem com a proteína A conjugada ao ouro coloidal e a solução tampão propicia a 
migração desse complexo até a área teste da fita. Nessa área, os anticorpos reagem com o 
antígeno rK39, revelando-se uma linha cuja coloração vermelha é atribuída ao ouro coloidal. 
Ainda que o teste seja negativo, há migração do complexo “proteína A-conjugado” para a 
região controle, onde é “capturado” pelos anticorpos de galinha anti-proteína A, produzindo 
uma linha vermelha que indica o funcionamento correto do teste. Não se procede à leitura 
caso esta linha não seja observada (Fig. 9. Fonte: bula do teste, Inbios International
®
, EUA).  
O KD foi executado de acordo com instruções do fabricante. Para tanto, 20,0 µL 
da amostra de soro à temperatura ambiente foram adicionados na tira teste, colocada com a 
extremidade voltada para baixo em uma microplaca. Foram adicionados 40,0 a 60,0 µL da 
solução tampão à cavidade da microplaca, aguardando-se 10 a 15 minutos para a leitura do 
resultado. Adicionalmente às amostras de soros controles de cães, foram utilizadas amostras 











EUA). A: abertura do envelope e retirada da fita de teste; B: adição da amostra; C: aplicação da fita em cavidade 
de microplaca; D: adição de solução tampão; E: leitura de resultados após 10 a 15 minutos, onde a linha superior 
“C” representa a área controle e a linha inferior “T” representa a área teste. Figura extraída da bula do teste. 
 
4.6.1.2. Teste de aglutinação direta 
O antígeno líquido utilizado no DAT foi produzido de acordo com protocolo 
descrito por Harith et al. (244), com algumas modificações. Foram utilizadas promastigotas 
de cepas padrão das espécies de Leishmania pertencentes ao complexo L. donovani, L. (L.) 
infantum (MHOM/BR/2002/LPC-RPV) e L. (L.) donovani (MHOM/ET/1967/HU3), 
cultivadas até a fase estacionária de crescimento em meio de cultura bifásico, contendo os 
meios Novy-McNeal-Nicolle (NNN) e Liver Infusion Tryptose (LIT).  
Cada cepa foi centrifugada separadamente, a 4.000 G/15 min, sob temperatura de 
4º C, seguida de cinco centrifugações a 3200 G/10 min a 4º C, com lavagem do pellet por 
adição de 200 volumes iguais de solução de Locke (SL; NaCl 4,5g; KCl 0,21g; CaCl 0,12g; 
NaHCO3 0,1g; glicose 0,5g, água deionizada estéril 500 mL).  
O pellet foi, então, incubado por 45 min a 37º C em SL contendo tripsina 0,4% 
(LGC
®
 Biotecnologia, Brasil), repetindo-se cinco lavagens a 3.200 G, conforme descrito. O 
pellet foi ressuspendido, ajustando-se a concentração para 2x10
8
 promastigotas/mL. 
Adicionou-se igual volume de formaldeído 2,0% (peso/volume) em SL, realizando-se 
incubação a 4º C overnight (16 a 20 horas).  
Após esta etapa de fixação, seguiram-se mais duas lavagens, conforme descrito, 
porém com o uso de solução fisiológica (SF) refrigerada. O pellet foi ressuspendido em uma 
concentração de 1x10
8
 promastigotas/mL em SF contendo 0,02% do corante Coomassie 
Brilliant Blue (Sigma-Aldrich
®
, EUA), mantendo-se sob agitação moderada por 90 min. Por 






promastigotas/mL em SF contendo 1,0% de formaldeído. Os dois antígenos líquidos obtidos 
foram estocados separadamente a 4º C em frasco âmbar até sua utilização. 
Para execução do teste foram utilizados soros controles positivos e negativos de 
cães de Campinas. Como controle do antígeno, utilizou-se apenas solução diluente contendo 
SF, 0,7% de 2-mercaptoetanol (2-ME) (VETEC, Brasil) e 1,0% de soro fetal bovino (Cultilab, 
Brasil) inativado a 56º C por 30 min. Cada amostra de soro foi diluída em microplaca de 
fundo chato, de 1:20 até 1:40.960, em solução diluente. Foram transferidos 50,0 µL de cada 
diluição para microplacas em fundo V, que foram incubadas por uma hora a 37° C, para ação 
do 2-ME. Em seguida, foram adicionados 50,0 µL da suspensão de antígeno líquido 
(individualmente para cada amostra), com incubação overnight à temperatura ambiente (245).  
A leitura dos resultados foi realizada após observação das reações esperadas nos 
controles, considerando-se positivas as reações em que não se observou formação de um 
botão completo de coloração azul no fundo da cavidade em V.  
 
4.6.2. Técnicas moleculares para detecção do DNA de Leishmania spp. 
As técnicas moleculares foram aplicadas às amostras extraídas de sangue total no 
IAL Centro de Laboratórios Regionais Bauru II, São Paulo (IAL-Bauru), e às amostras de 
pele (íntegra e/ou lesão) no IAL-SP. O Quadro 2 descreve as técnicas de PCR utilizadas, de 
acordo com a região-alvo e primers empregados, além da amostra biológica. 
 
Quadro 2. Técnicas moleculares para detecção de Leishmania spp. em amostras de DNA extraído a partir de 
amostras biológicas dos mamíferos silvestres capturados na área de proteção ambiental de Campinas, São Paulo. 
Região-alvo Leishmania spp. 
kDNA de Leishmania (L.) infantum 
ITS1 HSP70 
Primers LITSR/L5.8s HSP70F/HSP70R Lch14/Lch15 
Técnica cPCR* qPCR** 
Amostra Sangue, pele íntegra e/ou lesão cutânea sangue 
Legenda: Reação em cadeia da polimerase: *convencional e **em tempo real. 
 
4.6.2.1. PCR convencional (cPCR) para detecção de parasitas do gênero Leishmania 
A cPCR para detecção de fragmentos do DNA de Leishmania spp. foi realizada 
em duplicata em termociclador Veriti
®






Technologies, EUA). Cada reação continha 1,0 μL do DNA extraído (amostras de sangue 
total, de pele íntegra e/ou pele de lesão, com no mínimo 10,0 ng/μL) e 11,0 μL de mix 
composto por: 1,3 μL de tampão (50 mM KCl, 20 mM de Tris-HCl pH 8,4), 0,4 μL MgCl2 
(1,6 μM), 0,25 μL de cada oligonucleotídeo (0,2 μM), 0,25 μL dNTP (0,2 mM), 0,25 µL (1 U) 
de Platinum
®
 Taq DNA polymerase (Invitrogen, Brasil), e 8,3 μL de água ultrapura.  
Em cada ensaio foram inclusos 10,0 ng de DNA extraído de cultivo de cepa 
padrão de L. (L.) infantum (MHOM/BR/2002/LPC-RPV), L. (V.) braziliensis 
(MHOM/BR/1975/M2903) e L. (L.) major (MHOM/IL/1980/FRIEDLIN) como controles 
positivos, além de água ultrapura como controle negativo. 
Dois diferentes iniciadores foram utilizados para essas reações. Os primers LITSR 
(5’-CTGGATCATTTTCCGATG-3’) e L5.8S (5’-TGATACCACTTATCGCACTT-3’) foram 
empregados para amplificação de um produto de 300 a 350 pb da região ribossomal do 
espaçador interno transcrito 1 (ITS1) de Leishmania spp., situada entre a subunidade menor 
(SSU, small subunit) e 5.8S do rRNA (246). As condições de amplificação utilizadas foram 
descritas por El Tai et al. (246), com modificação: desnaturação inicial a 95º C/2 min; 35 
ciclos a 95º C/20 seg, 53º C/30 seg e 72º C/1 min; e extensão final a 72º C/6 min. 
Já os primers HSP70F (5’-AGGTGAAGGCGACGAACG-3’) e HSP70R (5’-
CGCTTGTCCATCTTTGCGTC-3’) (247) amplificam um produto de 337 pb do gene 
codificador de proteínas do choque térmico (heat shock proteins) HSP70 de Leishmania spp.. 
Para essas reações, empregou-se o seguinte perfil de ciclagem: 94° C/4 min; 40 ciclos a 
94ºC/30 seg, 61° C/30 seg, 72º C/30 seg; e extensão final a 70º C/10 min. 
 
4.6.2.2. cPCR espécie-específica para detecção de Leishmania (Leishmania) infantum 
As amostras sanguíneas e de fragmentos de pele íntegra e/ou de lesão foram 
submetidas em duplicata à cPCR com os primers Lch14 (5’ 
CGCACGTTATATCTACAGGTTGAG3’) e Lch15 (5’ 
TGTTTGGGATTGAGGTAATAGTGA3’), que amplificam fragmento de 167 pb da região 
do minicírculo do DNA do cinetoplasto (kDNA) de L. (L.) infantum (248).  
Essas reações foram compostas pelos mesmos volumes e concentrações utilizados 




desnaturação inicial a 94º C/4 min; 35 ciclos a 94º C/30 seg, 61º C/30 seg e 72º C/30 seg; e 
extensão final de 70º C/10 min.  
Foram utilizados 10,0 ng de DNA extraído de cultivo de cepa padrão de L. (L.) 
infantum (MHOM/BR/2002/LPC-RPV) como controle positivo e de L. (V.) braziliensis 
(MHOM/BR/1975/M2903) e L. (L.) major (MHOM/IL/1980/FRIEDLIN) como controle 
negativo, além de água ultrapura. 
 
4.6.2.3. qPCR para detecção de Leishmania (Leishmania) infantum  
As amostras de sangue foram submetidas à PCR em tempo real (qPCR) para 
detecção de fragmento de DNA de L. (L.) infantum, a fim de verificar a detecção do parasita 
nesse material biológico em comparação à cPCR, além de quantificar a carga parasitária na 
amostra. Para isso, foram empregados os mesmos primers (Lch14 e Lch15) e controles 
descritos para a cPCR espécie-específica (item 4.6.2.2).  
Cada reação foi realizada em triplicata, contendo 12,5 µL de Power SYBR Green 
PRC Master Mix (Applied Biosystems
®
, Life Technologies, EUA), 5,0 µM de cada primer, 
8,5 µL de água ultrapura e 2,0 µL do DNA extraído (com no mínimo 10,0 ng/µL), totalizando 
25,0 µL. Em cada ensaio foi inclusa curva-padrão, composta por amostras de DNA extraído 




 parasitas/µL.  
As condições de ciclagem no equipamento Step-One Plus (Applied Biosystems 
Life Technologies
®
, EUA) foram: 95º C/10 min; 40 ciclos de 95° C/15 seg, 60° C/1 min; e 
uma etapa para a curva de dissociação de 95° C/15 seg, 60° C/1 min e 95º C/15 seg.  
 
4.6.3. Técnicas moleculares para identificação de espécies de Leishmania 
4.6.3.1. qPCR com análise de dissociação de alta resolução (HRM-qPCR) 
A técnica de HRM-qPCR (High resolution melting-qPCR) foi utilizada em 
amostras em que foi detectado fragmento de DNA de Leishmania com o uso da cPCR, sem 
que fosse possível identificar, entretanto, a espécie do parasita pelo sequenciamento genético.  
A técnica foi realizada no IAL-Bauru, de acordo com protocolo descrito por 
Hernández et al. (247). Foram empregados os mesmos primers para a região ITS1 e HSP70 




volume final de 20,0 µL, sendo 10,0 µL do Meltdoctor
™
 HRM Master-mix (Applied 
Biosystems
®
, Life Technologies, EUA), 0,4 µL de cada oligonucleotídeo (0,2 µM), 6,2 µL de 
água ultrapura e 3,0 µL do DNA extraído com concentração ajustada de 10,0 ng/µL. 
As condições utilizadas no equipamento Step-One Plus (Applied Biosystems Life 
Technologies
®
, EUA) para a qPCR foram: 95° C/10 min para ativação enzimática; 40 ciclos a 
95° C/15 seg para desnaturação e 60°C/ 1 min para anelamento/extensão. Após essas etapas, 
realizou-se uma dissociação do amplicon, seguida por uma etapa de fusão (melt curve), com o 
seguinte perfil: desnaturação a 95° C/10 seg; anelamento a 60° C/1 min, dissociação de alta 
resolução a 95° C/15 seg e anelamento final a 60° C/15 seg. De acordo com instruções do 
fabricante do equipamento, utilizou-se uma taxa de rampa de 0,3%.  
As amostras foram avaliadas em duplicata, sendo comparadas às cepas padrão de 
diferentes espécies de Leishmania spp., obtidas a partir de DNA extraído de cultivo (Quadro 
3). Devido à manipulação das cepas para sua manutenção no laboratório e, a fim de garantir a 
correta diferenciação das espécies, realizou-se o sequenciamento genético de cada uma das 
cepas, previamente à sua utilização. Água ultrapura foi utilizada como controle negativo. 
Para fins de padronização, foram também inclusas amostras biológicas 
previamente detectadas com DNA de L. (L.) infantum: sangue de gambá naturalmente 
infectado; punção de linfonodo de dois cães da APA de Campinas com diagnóstico de LVC 
autóctone (sorologia, PCR, sequenciamento genético e investigação epidemiológica), material 
gentilmente cedido pela pesquisadora Vera Lucia Pereira Chioccola, do Laboratório de 
Biologia Molecular de Parasitas e Fungos do Centro de Parasitologia e Micologia do IAL-SP. 
 
Quadro 3. Cepas de Leishmania spp. utilizadas como controle na técnica de reação em cadeia da polimerase 
(PCR) em tempo real com análise de dissociação de alta resolução (high resolution melting real-time PCR). 
Espécie de Leishmania spp. Cepa de referência
a 
L. (L.) amazonensis IFLA/BR/1967/PH8 
L. (V.) braziliensis MHOM/BR/1975/M2903 
L. (L.) mexicana MHOM/BZ/1982/BEL21 
L. (V.) guyanensis MHOM/BR/1975/M4147 
L. (L.) infantum MHOM/BR/2002/LPC-RPV 
L. (V.) naiffi MDAS/BR/1979/M5533 
Legenda: 
a
cepas de referência obtidas a partir da Coleção de Leishmania do Instituto Oswaldo Cruz (CLIOC) 




4.6.3.2. PCR com análise do polimorfismo no comprimento de fragmentos de restrição 
(RFLP-PCR) 
Bem como a técnica de HMR-qPCR, a RFLP-PCR (Restriction fragment length 
polymorphism PCR) foi utilizada em amostras em que fragmentos do DNA de Leishmania 
spp. foram detectados com o uso da cPCR, sem que fosse possível identificar, entretanto, a 
espécie do parasita pelo sequenciamento genético.  
A RFLP-PCR foi realizada de acordo com protocolo descrito por Montalvo e 
colaboradores (249). Inicialmente realizou-se a amplificação de um produto de 1422 pb  
utilizando-se os primers HSP70sen (5’-GACGGTGCCTGCCTACTTCAA-3’) e HSP70ant 
(5’-CCGCCCATGCTCTGGTACATC-3’) (250). As reações foram compostas por 25,0 µL de 
DreamTaq Green PCR Master Mix 2X (Thermo Fisher Scientific, USA), 4,1 µL (0,4 µM) de 
cada primer, 1,0 µL do DNA extraído com concentração mínima de 10,0 ng/µL, 0,1 µL de 
dimetilsulfóxido P.A. (VETEC, Sigma-Aldrich, Brasil) e 15,7 µL de água ultrapura.  
Em cada ensaio foi incluso DNA extraído de cultivo in vitro de L. (L.) infantum 
(MHOM/BR/2002/LPC-RPV) e L. (V.) braziliensis (MHOM/BR/1975/M2903) como 
controles positivos, além de água ultrapura e DNA extraído de cultivo in vitro de Candida 
spp. como controles negativos. 
A cPCR foi executada em termociclador Veriti
®
 96 Well Thermal Cycler (Applied 
Biosystems
®
, Life Technologies, EUA), com as condições de ciclagem: 94° C/5 min; 33 ciclos 
a 94° C/30 s, 61° C/1 min e 72° C/3 min; e extensão final a 72° C/10 min. Os produtos 
amplificados foram identificados por eletroforese em gel de agarose 1,5% (descrita no item  
4.9.), e purificados com o uso do kit Illustra
®
 GFX PCR DNA and gel band purification kit 
(GE Healthcare, Reino Unido), segundo recomendações do fabricante.  
A seguir, cada produto purificado foi submetido à digestão por endonucleases de 
restrição, em reações compostas por 5,0 µL do produto, 5,0 µL de buffer e as seguintes 
quantidades e concentrações das enzimas (adicionadas separadamente): 0,1 µL (1U) de HaeIII 
e BccI; 0,5 µL (5U) de RsaI (New England Biolabs
®
 Inc., EUA). As reações foram incubadas 
overnight a 37° C e analisadas quanto ao tamanho dos fragmentos de restrição por 
eletroforese em gel de agarose a 3,0%, utilizando-se voltagem de ± 4 V/cm. Para o padrão de 





4.7. Investigação da infecção por Trypanosoma cruzi 
 
A pesquisa do DNA de T. cruzi nas amostras de sangue por meio da técnica de 
cPCR foi realizada no IAL-Bauru, em termociclador Veriti
®
 96 Well Thermal Cycler (Applied 
Biosystems
®
, Life Technologies, EUA), em duplicata. Para isso, foram utilizados os mesmos 
volumes e concentrações descritos para pesquisa de Leishmania (item 4.6.2.1).  
Como controle positivo, foram utilizados 10,0 ng de DNA extraído de cultivo in 
vitro da cepa Y de T. cruzi; e de L. (L.) infantum (MHOM/BR/2002/LPC-RPV) e Candida 
spp. como controles negativos, além de água ultrapura.  
Os primers P35 (5’AAATAATGTACGGGGGAGATGCATGA3’) e P36 
(5’GGGTTCGATTGGGGTTGGTGT3’) foram empregados para amplificação de produto de 
330 pb da região do minicírculo do kDNA de T. cruzi (251). As condições de ciclagem foram 
descritas por Vallejo et al. (252), com modificações: 96° C/2 min; 35 ciclos a 94º C/1 min, 
60° C/1 min, 72° C/1 min; e 72º C/10 min. 
Foram também utilizados primers para região do microssatélite do DNA nuclear 
(nDNA) de T. cruzi, TCZ1 (5’CGAGCTCTTGCCCACACGGGTGCT3’) e TCZ2 
(5’CCTCCAAGCAGCGGATAGTTCAGG3’), que amplificam 188 pb (253). O perfil de 
ciclagem utilizado para essas reações foi descrito por Virreira et al. (254): 94° C/5 min; 35 
ciclos 94° C/20 seg, 57° C/10 seg, 72° C/30 seg; e extensão final a 72° C/7 min. 
 
4.8. Investigação da infecção por riquétsias do grupo da febre maculosa brasileira 
 
4.8.1. Investigação sorológica em amostras de gambás 
A pesquisa de anticorpos para R. rickettsii foi realizada por meio da reação de 
imunofluorescência indireta (RIFI) no Laboratório de Zoonoses e Doenças Transmitidas por 
Vetores do Centro de Controle de Zoonoses (CCZ) de São Paulo-SP. Apenas as amostras de 
soro sanguíneo de gambás foram testadas, considerando-se a necessidade e disponibilidade de 
reagentes espécie-específicos para execução desta técnica. 
As lâminas previamente fixadas com antígeno de R. rickettsii cepa Taiaçú e 




ambiente por 10 min. Após a secagem, foram transferidos para os poços das lâminas 10,0 µL 
das amostras de soro a serem testadas e de soros controles (positivo e negativo) de gambás, 
diluídos previamente a 1:64 (10 µL de soro e 630 µL de SST).  
Em seguida, as lâminas foram incubadas à 37º C em câmara úmida por 30 
minutos. Após esse período, foram submetidas a duas lavagens de dez minutos com SST e 
mantidas à temperatura ambiente para secagem. Após secas, a cada poço da lâmina foram 
adicionados 15,0 µL do conjugado total anti-gambá (produzido pelo CCZ de São Paulo-SP), 
diluído a 1:100 em solução de azul de Evans 4,0 mg%. As lâminas foram novamente 
incubadas, lavadas e secas conforme descrito, evitando-se à exposição à luz.  
A leitura das lâminas montadas com glicerina tamponada e lamínula foi realizada 
em microscópio de fluorescência Olympus BX 60, em objetiva de 40 X. Foram consideradas 
positivas amostras em que se observou fluorescência de coloração verde das formas coco-
bacilares das riquétsias, intra ou extracelulares, baseando-se na reação do controle positivo. 
Quando a fluorescência não foi observada, verificando-se apenas formas avermelhadas, a 
reação foi considerada negativa, também com base na reação controle.  
As amostras positivas foram submetidas à titulação, em diluições seriadas e 
duplicadas (razão 2) de 1:64 a 1:2.048. O título de anticorpos foi definido como a diluição 
mais alta em que foi observada fluorescência nítida das riquétsias. 
 
4.8.2. cPCR para Rickettsia spp. e para o grupo da febre maculosa brasileira 
A cPCR para pesquisa do DNA de riquétsias foi realizada em duplicata, 
utilizando-se amostras sanguíneas de todos os mamíferos capturados. As reações foram 
executadas na Superintendência de Controle de Endemias (SUCEN) de São Paulo-SP, em 
termociclador Mastercycler Gradient (Eppendorf
®
, Hamburg, Alemanha). Os iniciadores 
utilizados estão descritos no Quadro 4.  
Inicialmente realizou-se amplificação de fragmentos do gene gltA, que codifica a 
enzima citrato sintase de Rickettsia spp., com as seguintes condições de ciclagem: 95º C/3 
min; 36 ciclos a 94° C/50 s, 55° C/45 s e 72° C/7 min; e extensão final a 72º C por 7 min para 
os primers CS-5/CS-6; e 95° C/15 min; 34 ciclos a 95° C/40 s, 54° C/ 40 s e 72° C/ 50 s; e 




As amostras foram também submetidas à cPCR para amplificação de fragmento 
do gene ompA, específico da proteína da membrana externa de riquétsias do GFM, utilizando-
se os primers Rr190.70p/Rr190.602n (257), com o seguinte perfil de ciclagem: 95° C/15 min; 
34 ciclos a 95° C/40 s, 58° C/40 s, 72° C/40 s; e 72° C/10 min.  
 
Quadro 4. Iniciadores (primers) utilizados para a reação em cadeia da polimerase convencional para pesquisa de 
DNA de Rickettsia spp. e de riquétsias do grupo da febre maculosa.  
Primers Região-alvo Produto Referência 
CS-5: 5’GAGAGAAAATTATATATCCAAATGTTGAT3’ 
gltA Rickettsia spp. 147 pb* 
Labruna et al. 
(255) CS-6: 5’AGGGTCTTCGTGCATTTCTT3’ 
CS-239: 5’GCTCTTCTCATCCTATGGCTATTAT3’ 
gltA Rickettsia spp. 834 pb* 
Labruna et al. 
(256) CS-1069: 5’CAGGGTCTTCGTGCATTTCTT-3’ 
Rr190.70p: 5’ATGGCGAATATTTCTCCAAAA3’ 
ompA grupo da FMB 532 pb* 
Regnery et al.  
(257) Rr190.602n: 5’AGTGCAGCATTCGCTCCCCCT3’ 
Legenda: *pb, pares de base 
 
Cada reação foi composta por um volume de 25,0 µL, sendo: 12,5 µL de 
DreamTaq Green PCR Master Mix 2X (Thermo Fisher Scientific, Massachusetts, USA), 1,0 
µL (10,0 µM) de cada primer, 2,0 µL do DNA extraído (concentração mínima de 10 ng/ µL) e 
8,5 µL de água ultrapura. Em cada ensaio foi incluso DNA extraído de cultivo celular da cepa 
AT24 de R. parkeri como controle positivo e água ultrapura como controle negativo.  
 
4.9. Visualização de produtos amplificados na cPCR 
 
A identificação dos produtos amplificados nas reações de cPCR para todos os 
agentes pesquisados foi realizada por eletroforese em gel de agarose 1,5%. Para isso, foram 
acrescidos 2,0 μL de tampão de corrida (BlueJuice® Gel Loading Buffer, Invitrogen® Life 
Technologies
®
, EUA) a alíquotas de 8,0 μL dos produtos de cPCR, sendo submetidas à 
eletroforese horizontal em gel de agarose 1,5% em tampão Tris-Borato-EDTA 1X (0,1 M 









, EUA) nas reações para pesquisa de Leishmania e T. 
cruzi e do corante Unisafe Dye
®
 (Uniscience, Brasil) na cPCR para pesquisa de riquétsias. 
Os géis foram visualizados em transluminador Syngene
® 
(Reino Unido) acoplado 
a uma câmera fotográfica. A verificação do tamanho dos fragmentos amplificados se deu por 
comparação visual com os controles positivos e com o padrão de peso molecular, determinado 
com o uso de 5,0 µL de LowRanger 100 bp DNA Ladder (Norgen, Canadá).  
 
4.10. Sequenciamento genético de produtos de cPCR 
 
Todos os produtos amplificados na cPCR para pesquisa de cada agente estudado 
foram purificados com o uso do kit comercial Illustra
®
 GFX PCR DNA and gel band 
purification kit (GE Healthcare, Reino Unido), segundo recomendações do fabricante, sendo 
acrescidos a cada amostra purificada, separadamente, os primers sense e antisense utilizados. 
Os produtos purificados foram encaminhados para sequenciamento genético pelo 
método de Sanger no Instituto de Biotecnologia da UNESP de Botucatu-SP, ou no Instituto de 
Biociências da Universidade de São Paulo-SP. As reações foram realizadas em sequenciador 
automático 3500 Genetic Analyzer (Applied Biosystems
®
, Life Technologies, EUA), 
empregando-se o Kit Big Dye Terminator Cycle Sequencing 3.1 (Applied Biosystems
®
, Life 
Technologies, EUA) com precipitação por isopropanol/etanol, de acordo com o fabricante.  
O eletroferograma das sequências sense e antisense obtidas foram visualizados no 
programa Chromas v. 2.3 (Technelysium Pty Ltd, Australia). As sequências foram submetidas 
ao alinhamento global no programa MEGA 5 (258) a fim de gerar uma sequência consenso. 
As sequências sense, antisense e consenso obtidas foram submetidas ao BLASTn (nucleotide 
basic local alignment search tool) e comparadas com as sequências depositadas no GenBank. 
 
4.11. Análise dos dados 
 
Os resultados de qPCR foram visualizados e analisados no programa StepOne
®
 
Plus v. 2.0 (Applied Biosystems
®




derivadas e normalizadas resultantes do HRM-qPCR foram visualizados e analisados no 
programa High Resolution Melt v. 3.0.1 (Applied Biosystems Life Technologies
®
, EUA). 
As prevalências foram calculadas de acordo com os resultados obtidos para cada 
espécie animal e técnica utilizada. Com base no nível de significância (α) de 5% adotado, 
foram calculados os respectivos intervalos de confiança de 95%. Os cálculos foram realizados 
no programa Stata versão 9.2 (Stata Corp., EUA). O programa Google Earth Pro v. 
7.1.8.3036 foi utilizado para elaboração de imagens ilustrativas dos pontos de captura de 





5.1. Caracterização da amostra da fauna silvestre 
 
O total de mamíferos amostrados na APA de Campinas entre abril de 2014 a 
março de 2015 foi de 82 animais, pertencentes a seis espécies. A Figura 10 ilustra o cenário 
observado em um dos condomínios da ATLV da APA.  
 
 
Figura 10. Localização de residências em um dos dois condomínios da área de proteção ambiental municipal de 
Campinas, São Paulo, onde há um foco de transmissão de leishmaniose visceral canina desde o ano 2009. 





A distribuição dos animais capturados de acordo com a espécie e nome comum, 
segundo o sexo e a condição biológica, está descrita na Tabela 1. A Tabela 2 apresenta a 
distribuição de acordo com o local de captura: no interior ou fora da ATLV e da zona urbana 
da APA.  
Seis animais (6/82; 7,32%; IC95% 1,68-12,95%), todos gambás da espécie D. 
albiventris, foram recapturados e amostrados em um segundo momento. A identificação 
desses animais foi realizada por meio da leitura do microchip aplicado por ocasião da 
primeira captura. A distribuição dos gambás recapturados está descrita na Tabela 3.  
Não houve necessidade do uso de anestésicos na maioria dos animais. Apenas um 
Callithrix penicillata (sagui-do-tufo-preto) e um D. albiventris foram anestesiados. Um 
veado-catingueiro foi amostrado após ter sido atropelado no interior da área de estudo, na 
estrada de acesso a uma das áreas de armadilhamento. O animal foi socorrido pela UVZ-
SMS-Campinas e a amostra foi colhida durante o atendimento. 
 
Tabela 1. Distribuição das espécies de mamíferos silvestres capturadas na área de proteção ambiental municipal 
de Campinas, São Paulo (abril de 2014 a março de 2015), segundo o sexo e a condição biológica.  
Espécie (nome comum) 


















5 (62,5) 3 (37,5) 0 0 2 (25,0) 6 (75,0) 8 (9,8) 
Callithrix penicillata 
(sagui-do-tufo-preto) 
10 (55,6) 8 (44,4) 0 0 2 (11,1) 16 (88,9) 18 (21,9) 
Didelphis albiventris 
(gambá-de-orelha-branca) 
19 (44,2) 24 (55,8) 0 9 (20,9) 9 (20,9) 25 (58,1) 43 (52,4) 
Didelphis aurita 
(gambá-de-orelha-preta) 
4 (36,4) 6 (54,5) 1 (9,1) 1 (9,1) 1 (9,1) 9 (81,8) 11 (13,4) 
Mazama gouazoubira 
(veado catingueiro) 
1 (100,0) 0 0 0 1 (100,0) 0 1 (1,2) 
Sciurus (Guerlinguetus) aestuans 
(esquilo) 
0 1 (100,0) 0 0 0 1 (100,0) 1 (1,2) 
Total (%) 39 (47,6) 42 (51,2) 1 (1,2) 10 (12,2) 15 (18,3) 57 (69,5) 82 (100,0) 
IC95%* 36,7-58,4 40,4-62,0 - 5,1-19,3 9,9-26,7 59,5-79,5 - 





Tabela 2. Distribuição dos mamíferos silvestres amostrados na área de proteção ambiental municipal de 
Campinas, São Paulo (abril de 2014 a março de 2015), de acordo com a área de captura.  
Espécie Fora da zona urbana 
N (%) 








Callithrix jacchus 8 (100,0) 0 8 (100,0) 0 
Callithrix penicillata 5 (27,8) 13 (72,2) 5 (27,8) 13 (72,2) 
Didelphis albiventris 14 (32,6) 29 (67,4) 18 (41,9) 25 (58,1) 
Didelphis aurita 8 (72,7) 3 (27,3) 8 (72,7) 3 (27,3) 
Mazama gouazoubira 1 (100,0) 0 1 (100,0) 0 
Sciurus (Guerlinguetus) aestuans 0 1 (100,0) 0 1 (100,0) 
Total (%) 36 (43,9) 46 (56,1) 40 (48,8) 42 (51,2) 
IC95%* 33,2-54,7 45,3-66,8 37,9-59,6 40,4-62,0 
Legenda: 
a
ATLV: área de transmissão de leishmaniose visceral, localizada em um raio de 1.000 m dos dois 
condomínios habitacionais de ocorrência dos casos caninos de leishmaniose visceral do município de Campinas, 
definida com base no raio de voo de Lu. longipalpis. *Intervalo de Confiança de 95% (expresso em percentual). 
 
Tabela 3. Animais da espécie Didelphis albiventris (gambá-de-orelha-branca) capturados e amostrados em mais 
de uma oportunidade na área de proteção ambiental de Campinas, São Paulo (abril de 2014 a março de 2015), 
identificados por leitura do microchip. 
ID* 
               1ª captura                        2ª captura 
Local Data Local Data 
010 Gasoduto Bolívia-Brasil 21/05/2014 Gasoduto Bolívia-Brasil 04/06/2014 
011 Condomínio A 22/05/2014 Condomínio A 16/09/2014 
015 Gasoduto Bolívia-Brasil 05/06/2014 Condomínio A
1
  17/09/2014 
037 Condomínio A 27/08/2014 Condomínio A 16/09/2014 
045 Condomínio A 17/09/2014 Condomínio A 21/10/2014 
062 Chácara divisa Campinas-Valinhos 27/11/2014 Chácara (mesma da 1ª captura) 28/01/2015 
Legenda: *ID: identificação. 
1
A distância aproximada entre os locais da 1ª e 2ª captura é de oito quilômetros.  
  
Na avaliação clínica do estado de saúde geral, foram detectadas alterações em 
15/82 (18,3%; IC95% 10,6-28,4%) mamíferos capturados (Tab. 4). Todos esses animais 
apresentaram lesões cutâneas, variáveis desde lesões hiperêmicas, crostosas, hipo ou 
hiperpigmentadas até lesões nodulares ou ulceradas. Apenas um D. albiventris apresentou 
sinais sistêmicos (apatia e prostração) associados à lesão de pele.  
Uma amostra de pele das lesões foi colhida dos quinze animais. Não foi possível 




devido à necessidade de maior tempo de contenção e manipulação dos animais para colheita 
de amostra satisfatória.  
Tabela 4. Frequência e percentuais de alterações clínicas aparentes nos mamíferos silvestres capturados na área 
de proteção ambiental municipal de Campinas, São Paulo (abril de 2014 a março de 2015). 










) 0 8 (9,8) 
Callithrix penicillata 17 (94,4 / 25,4) 1 (5,6 / 6,7) 18 (21,9) 
Didelphis albiventris 31 (72,1 / 46,3) 12 (27,9 / 80,0) 43 (52,4) 
Didelphis aurita 9 (81,8 / 13,4) 2 (18,2 / 13,3) 11 (13,4) 
Mazama gouazoubira 1 (100,0 / 1,5) 0 1 (1,2) 
Sciurus (Guerlinguetus) aestuans 1  (100,0 / 1,5) 0 1 (1,2) 
Total (%) 67 (81,7) 15 (18,3)  82 (100,0) 
IC95%* 73,3-90,1 9,9-26,7  
Legenda: Percentual com relação: 
a
 ao total de animais da espécie; 
b 
ao total de mamíferos silvestres amostrados 
que apresentaram ou não alterações clínicas. *Intervalo de Confiança de 95% (expresso em percentual). 
 
5.2. Pesquisa direta de tripanossomatídeos em esfregaços sanguíneos 
 
 À leitura das lâminas de esfregaços sanguíneos corados em microscopia não foi 
verificada a presença de formas compatíveis com os tripanossomatídeos investigados, 
Leishmania spp. e Trypanosoma cruzi.  
 
5.3. Qualidade do DNA extraído  
 
As amostras de sangue e pele (íntegra e/ou lesão) apresentaram concentração de 
DNA superiores a 10 ng/µL e relação 260/280 entre 1,6 e 2,1. Nas reações de cPCR para gene 
endógeno, todas as amostras apresentaram bandas visíveis utilizando-se os primers IRBP, 
exceto aquelas colhidas de saguis (Callithrix spp.).  
Para avaliação de amostras extraídas desses animais foi necessário utilizar os 
primers β1 (5’-ACCACCAACTTCATCCACGTTCACC-3’) e β2 (5’-




gene da β-globulina (259).  Nessas reações, observou-se que todas as amostras de saguis 
exibiram amplificação com produto de tamanho esperado. 
 
5.4. Resultados da investigação de infecção por espécies de Leishmania 
 
5.4.1. Técnicas sorológicas para detecção de anticorpos anti-Leishmania 
Anticorpos foram detectados em dez animais (10/82; 12,2%; IC95% 5,1-19,3) por 
pelo menos uma das técnicas utilizadas. Com o uso do DAT, títulos inferiores a 80 foram 
detectados (Tab. 5; Fig. 11) em amostras de 9/82 mamíferos (10,9%; IC95% 4,2-17,7%). 
Apenas em amostras de três C. penicillata foram verificados títulos para ambos os antígenos 
utilizados. O único veado-catingueiro amostrado foi também o único animal positivo ao KD
 
(Tab. 5; Fig. 12). Nenhum dos dez animais apresentou qualquer alteração clínica aparente. 
 
Tabela 5. Detecção de anticorpos em amostras de soro de mamíferos silvestres capturados na área de proteção 













c Didelphis albiventris negativo 20 negativo 
029
d Mazama gouazoubira negativo negativo positivo 
039
c Callithrix penicillata 20 negativo negativo 
042
e Sciurus (Guerlinguetus) aestuans 40 negativo negativo 
054
e Callithrix penicillata 20 negativo negativo 
073
d Callithrix jacchus negativo 20 negativo 
074
c Callithrix penicillata 20 20 negativo 
080
e Callithrix penicillata 20 40 negativo 
081
c Callithrix jacchus 20 negativo negativo 
087
e Callithrix penicillata 40 40 negativo 
Legenda: *Teste de aglutinação direta realizado com antígeno líquido produzido com promastigotas de 
a
Leishmania (Leishmania) infantum e 
b
L. (L.) donovani. Os animais foram capturados: 
c
fora da área de 
transmissão de leishmaniose visceral (ATLV) e fora de perímetro urbano; 
d
em áreas rurais próximas à ATLV; 
e






Figura 11. Teste de Aglutinação Direta (DAT). Reações dos controles com antígeno líquido de Leishmania 
(Leishmania) infantum. Linha A: controle do antígeno (solução diluente e antígeno); Linhas B e C: antígeno e 
soros controles positivo (B) e negativo (C) de cães de Campinas, SP. Notar em A e C a formação de botão 
completo na cor azul no fundo em V das cavidades da placa, indicando a ausência de detecção de anticorpos. 
 
 




, EUA). As amostras 
ilustradas são: (1) soro de um Mazama gouazoubira (veado-catingueiro) amostrado na área de proteção 
ambiental de Campinas, São Paulo; (2 e 3) soros controles positivos e (4, 5 e 6) negativos de cães de Campinas. 





5.4.2. Técnicas moleculares para detecção do DNA de Leishmania (cPCR e qPCR) 
No total, 24/82 (29,3%; IC95% 19,4-39,1) mamíferos apresentaram amplificações 
de fragmento de DNA à cPCR para pesquisa de Leishmania (Tab. 6). Dois deles (#027, #031) 
exibiram manchas hipocrômicas na pele da cauda e um apresentou lesão cutânea (#040), mas 
não houve amplificação do material extraído das lesões.  
A confirmação da identidade de Leishmania por sequenciamento genético ocorreu 
em produtos obtidos em amostras de 5/82 (6,1%; IC95% 0,9-11,3) mamíferos (Tab. 7). 
Dentre os cinco animais, um pertencia à espécie C. penicillata e os outros quatro eram 
gambás, três da espécie D. albiventris e um D. aurita. Com exceção de um D. albiventris, a 
espécie de Leishmania envolvida na infecção dos outros quatro mamíferos (4/82; 4,9%; 
IC95% 2,1-9,5) foi definida por como L. (L.) infantum, agente da LV. A sequência obtida 
para o produto amplificado na amostra sanguínea do D. albiventris #086 obteve 99% a 100% 
de identidade com várias espécies de Leishmania subgênero Viannia. 
Na ITS1-cPCR verificou-se que o fragmento de DNA de 500 pb amplificado na 
amostra de um D. albiventris (#040) foi identificado como Trypanosoma rangeli (sequência 
de 388 pb; 98% de identidade; query cover 100%; E value 0,0; acesso AY230237.1, 
depositada no GenBank com acesso KY421667). As sequências de outras oito amostras 
sanguíneas com produtos de 800 pb na ITS1-cPCR exibiram baixa cobertura e identidade com 
sequências de Leishmania e Trypanosoma.  
De modo semelhante, não foi possível confirmar a identidade de amplicons 
obtidos de 20 amostras sanguíneas na cPCR com primers HSP70, incluindo 11/13 amostras 
amplificadas na ITS1-cPCR. Embora apresentassem tamanho esperado de 337 pb, os produtos 
exibiram sequências com baixa identidade (83% a 90%) com diversas espécies de 
Trypanosoma e Leishmania, com elevada cobertura de sequência, de 99 a 100%.  
Os primers específicos para L. (L.) infantum, Lch14 e Lch15, permitiram a 
detecção do parasita em amostras de pele e sangue de um D. aurita e na amostra de pele de 
um D. albiventris. Não foi realizado o sequenciamento do produto amplificado na amostra 
sanguínea #079, tendo em vista que o DNA de L. (L.) infantum já havia sido detectado pela 
ITS1-cPCR. Com o uso dos primers espécie-específicos na qPCR não se obteve quantificação 





Tabela 6. Mamíferos capturados na área de proteção ambiental de Campinas, São Paulo (abril de 2014 a maio de 
2015) cujas amostras apresentaram amplificação de fragmento de DNA à reação em cadeia da polimerase 
convencional, de acordo com o tamanho do fragmento (em pares de base) obtido para cada iniciador e amostra 
biológica. Em negrito: produtos com identidade confirmada como Leishmania por sequenciamento genético. 
Legenda:
 





transcrito (ITS1) de Leishmania spp.; 
b 
do gene codificador de proteínas do choque térmico (HSP70) de 
Leishmania spp.; e 
c 







         ITS1
a
          HSP70
b
            Lch
c
  
sangue pele sangue pele sangue pele 
002 Didelphis aurita neg* neg neg neg 167 167 
004 Didelphis albiventris neg neg neg neg neg 167 
007 Didelphis albiventris neg neg 337 neg neg neg 
012 Didelphis albiventris neg neg 337 neg neg neg 
015 Didelphis albiventris neg neg 337 neg neg neg 
016 Didelphis albiventris neg neg 337 neg neg neg 
019 Didelphis albiventris neg neg 337 neg neg neg 
024 Callithrix jacchus 800 neg 337 neg neg neg 
025 Callithrix jacchus 800 neg 337 neg neg neg 
026 Callithrix jacchus 800 neg 337 neg neg neg 
027 Didelphis aurita neg neg 337 neg neg neg 
031 Didelphis albiventris neg neg 337 neg neg neg 
032 Callithrix penicillata neg neg 337 neg neg neg 
040 Didelphis albiventris 500 neg neg neg neg neg 
043 Callithrix penicillata 800 neg 337 neg neg neg 
051 Didelphis albiventris neg neg 337 neg neg neg 
060 Didelphis albiventris neg neg 337 neg neg neg 
067 Didelphis albiventris 800 neg 337 neg neg neg 
070 Didelphis aurita 800 neg 337 neg neg neg 
072 Didelphis albiventris 800 neg 337 neg neg neg 
076 Didelphis albiventris 800 neg 337 neg neg neg 
079 Didelphis albiventris 320 800 337 neg 167 neg 
086 Didelphis albiventris 320 neg 337 neg neg neg 




Tabela 7. Amostras de mamíferos silvestres que exibiram amplificações de fragmentos de DNA na reação em 
cadeia da polimerase convencional, cuja identidade dos produtos foi confirmada como Leishmania por 
sequenciamento genético pelo método de Sanger. 
Legenda: 
1
 Tamanho da sequência obtida, em pares de base. 
2
 Resultado obtido com o BLASTn (nucletotide 
basic local alignment seach tool). 
3
 Número de acesso sob o qual a sequência obtida foi depositada na base de 
dados do GenBank. *A amostra 086 exibiu 99% de identidade ao BLASTn com as seguintes espécies de 
Leishmania: L. (V.) peruviana (query cover 100%; E value 2e-98; accesso HG512896.1 e outros), L. (V.) 
braziliensis (query cover 100%; E value 2e-98, accesso FJ753382.1 e outros) e L. (V.) panamensis (query cover 
100%; E value 3e-97; accesso CP009396.1 e outros). 
 
 
5.4.3. Técnicas moleculares para diferenciação de espécies de Leishmania (HRM-qPCR e 
RFLP-PCR)  
A técnica de HRM-qPCR foi utilizada para identificar a espécie de Leishmania 
envolvida na infecção do gambá-de-orelha-branca #086, cuja sequência obtida com a ITS1-
cPCR exibiu identidade com várias espécies de Leishmania subgênero Viannia. A Figura 13 















kDNA    
L. (L.) infantum 
105  100% de identidade L. (L.) infantum; 







kDNA   
 L. (L.) infantum 
112  100% identidade L. (L.) infantum; 
query cover 100%; E value 2e-52; 






kDNA    
L. (L.) infantum 
111  100% identidade L. (L.) infantum; 
query cover 100%; E value 4e-49;  








266  100% identidade L. (L.) infantum; 
query cover 100%; E value 2e-135; 








202  100% identidade L. (V.) guyanensis;  
query cover 100%; E value 5e-100; 
acesso FJ753388.1 e outros 
99% identidade com outras espécies 






ITS1   
Leishmania spp. 
315  100% identidade L. (L.) infantum; 







Figura 13. Diferenciação de espécies de Leishmania do Novo Mundo com o uso da técnica de reação em cadeia 
da polimerase em tempo real para os genes HSP70 e ITS1, seguida de análise de dissociação de alta resolução 
(HRM-qPCR). Extraída de: Hernández et al. (247). 
 
Empregando-se como alvo a região ITS1, não foi possível obter picos de curvas 
de dissociação e, portanto, tampouco de valores de temperatura de melting (Tm). Esse 
resultado se repetiu mesmo com ajustes na concentração dos reagentes.  
Já com o uso de primers para o gene HSP70 (Fig. 14), foi possível obter curvas 
adequadas e valores de Tm para as cepas padrão de Leishmania e para as amostras clínicas de 
dois cães de Campinas diagnosticados com LVC. Contudo, para as duas amostras sanguíneas 
de gambás – uma contendo DNA de L. (L.) infantum (#079) e a amostra objeto da análise para 
definição da espécie do subgênero Viannia (#086) – foram obtidas curvas de dissociação sem 
um pico satisfatório e valores de Tm muito abaixo daqueles verificados para as cepas padrão. 
A técnica de RFLP-PCR também foi aplicada para identificação da espécie de L. 
Viannia detectada na amostra sanguínea do gambá #086. Os resultados estão ilustrados na 
Figura 15. Foi possível visualizar um padrão de tamanhos de fragmentos idênticos àqueles do 
protocolo utilizado para as cepas padrão, exceto para L. (V.) braziliensis e L. (L.) mexicana 
com o uso da endonuclease RsaI, bem como para L. (L.) donovani com HaeIII. Não foi 
possível, contudo, obter um padrão de fragmentos compatível para diferenciação da espécie 





Figura 14. Resultados de reação em cadeia da polimerase em tempo real seguida de análise de dissociação de 




Software” v. 3.0.1 (Applied Biosystems Life Technologies®, EUA). (A): Curvas de dissociação derivadas. Setas 
contínuas: amostras de linfonodo de cães da área de proteção ambiental (APA) de Campinas, São Paulo, 
diagnosticados com leishmaniose visceral. Seta pontilhada: duas amostras de Didelphis albiventris capturados na 
APA (#079 e #086). Observar a ausência de pico de dissociação. (B): Curvas de dissociação alinhadas. (C): 
Gráfico das diferenças entre curvas. Observar em B e C as curvas que se alinham: (i) L. (V.) guyanensis e L. (V.) 
braziliensis; (ii) L. (L.) infantum, L. (L.) amazonensis e amostras de linfonodo de dois cães diagnosticados com 
leishmaniose visceral. As amostras dos dois D. albiventris (#079 e #086) não se alinham às demais curvas. 
 
 
Figura 15. Resultados da técnica de reação em cadeia da polimerase com análise do polimorfismo no 
comprimento de fragmentos de restrição (RFLP-PCR), utilizando primers para o gene HSP70 a fim de 
diferenciar a espécie de Leishmania envolvida na infecção de um Didelphis albiventris (#086). Setas vermelhas: 




5.4.4. Distribuição geográfica dos animais detectados com infecção por Leishmania 
 Os locais de captura dos animais detectados com infecção por Leishmania spp. 
estão ilustrados na Figura 16. Três dos cinco animais infectados foram capturados no interior 
do condomínio A, área contígua ao condomínio B que constitui a área de transmissão de LVC 
em Campinas. Outros dois animais foram capturados em um loteamento de chácaras. 
 
 
Figura 16. Área de proteção ambiental de Campinas, São Paulo. Localização dos dois condomínios onde há o 
foco de transmissão de leishmaniose visceral e dos pontos de captura dos animais silvestres infectados com 
Leishmania (Leishmania) infantum (#002, #004, #079 e #087) e Leishmania subgênero Viannia (#086).  
 
5.5. Resultados da investigação de infecção por Trypanosoma cruzi 
 
O DNA de T. cruzi foi detectado em amostras sanguíneas de três (3/82; 3,7%; 
IC95% 0,8-10,3) mamíferos capturados, todos da espécie D. albiventris (Tab. 8). Um dos 
gambás (#015) foi detectado com o parasita em dois momentos: por ocasião da primeira e da 
segunda captura. Os três gambás não apresentaram alterações clínicas aparentes no momento 
da captura, exceto o #031, que apresentou manchas hipocrômicas na cauda. 
 Outras quatro amostras (#024, #025, #026 e #043) exibiram produto de tamanho 
esperado (330 pb) utilizando os primers P35/P36, mas o sequenciamento genético não 
confirmou a identidade de T. cruzi. Adicionalmente, houve amplificação de 500 pb em duas 




A Figura 17 ilustra os locais de captura dos três D. albiventris detectados com 
DNA de T. cruzi. Todos foram capturados no interior do condomínio A, onde ocorrem os 
casos de LVC. Apenas o animal #015 foi capturado fora dessa área, por ocasião da primeira 
amostragem, que ocorreu em uma área de mata fragmentada pela passagem de gasodutos do 
sistema Bolívia-Brasil, localizada a aproximadamente oito quilômetros do condomínio A.  
 
Tabela 8. Resultados de reação em cadeia da polimerase convencional e sequenciamento genético de amostras 
sanguíneas de Didelphis albiventris (gambá-de-orelha-branca) utilizando-se primers para duas regiões-alvo 

















E Value Acesso 







015 recaptura P35/P36 330 238 97% 11% 3e-05 HG008702.1 KY421670 
031 P35/P36 330 277 99% 100% 4e-112 AB434508.1 KY421671 
048 ambos 188 / 330 140 98%* 100%* 3e-60* AY520031.1 KY421669 
Legenda: 
1
Nucletotide basic local alignment seach tool. 
2
Tamanho do fragmento obtido e 
3
tamanho da 
sequência obtida, em pares de base. 
4
 Número de acesso sob o qual a sequência obtida foi depositada na base de 
dados do GenBank. 
*
Resultados do sequenciamento do produto amplificado com os primers TCZ1/TCZ2. 
 
 
Figura 17. Área de proteção ambiental de Campinas, São Paulo. Pontos de captura dos gambás-de-orelha-branca 
(Didelphis albiventris) infectados com Trypanosoma cruzi. A identificação “015R” refere-se ao local de 




5.6. Resultados da investigação de infecção por riquétsias do grupo da FMB 
 
5.6.1. RIFI para detecção de anticorpos anti-Rickettsia rickettsii 
Dentre as 60 amostras de soro de gambás submetidas à RIFI (54 gambás distintos 
e seis amostras colhidas por ocasião da recaptura), somente para a amostra de um D. 
albiventris (#053) foi detectado título de anticorpos anti-Rickettsia rickettsii de 128, 
resultando em soroprevalência de 1,8% (1/54; IC95% 0,04-9,8) dentre os gambás testados e 
de 2,3% (1/43; IC95% 0,6-12,3) entre animais da espécie D. albiventris. O gambá positivo foi 
capturado em uma chácara na zona rural da APA, que está situada no mesmo loteamento 
(ilustrado na Fig. 16) em que os animais #002 e #004 foram capturados. 
 
5.6.2. cPCR para Rickettsia spp. e riquétsias do grupo da FMB 
Não foram observadas amplificações em amostras sanguíneas dos mamíferos 
capturados nas reações de cPCR utilizando dois diferentes primers para o gene gltA de 







Apesar da escassez de conhecimento e da relativa negligência sobre os agentes 
que infectam animais da fauna silvestre, nos últimos anos foram obtidos avanços importantes. 
Novas técnicas de detecção, identificação e caracterização de parasitas foram desenvolvidas, 
permitindo a análise de amostras biológicas não invasivas em animais vivos ao invés de 
eutanasiados. Pode-se citar em especial o desenvolvimento de técnicas moleculares, cuja 
aplicação para pesquisa de infecções em mamíferos silvestres tem sido cada vez mais 
frequente, apresentando, em geral, elevada sensibilidade e especificidade (234,260–262). 
Neste trabalho, a técnica de PCR convencional associada ao sequenciamento 
genético foi útil para identificar animais da fauna silvestre da APA de Campinas infectados 
por duas diferentes espécies de Leishmania e por T. cruzi, achados inéditos nessa região. 
Verificou-se que todos os animais infectados com tripanossomatídeos foram 
capturados nas proximidades de áreas de habitações humanas na APA. Além disso, embora a 
composição da amostra da fauna silvestre tenha sido homogênea no que diz respeito à captura 
no interior e fora da ATLV, os cinco animais infectados com Leishmania e os três D. 
albiventris detectados com T. cruzi encontravam-se, no momento da captura, no interior ou 
próximos ao condomínio onde ocorrem os casos de LVC. Essas áreas não necessariamente 
representam o local de infecção desses animais, mas indicam a proximidade do homem e 
animais domésticos a animais da fauna silvestre infectados com agentes de zoonoses de 
importância à saúde pública. 
A maioria dos mamíferos (06/10) detectados com anticorpos anti-Leishmania 
também foi capturada no interior ou nas proximidades da ATLV, embora somente títulos 
baixos de anticorpos tenham sido detectados em amostras de nove animais ao DAT e uma 
única amostra tenha sido positiva ao KD. 
O teste KD utiliza o antígeno recombinante rK39 de Leishmania do complexo L. 
donovani, o qual atribui maior sensibilidade e especificidade à sorologia (53,263). Neste 




teste sorológico produzido com 
antígeno recombinante rK26/rK39 e indicado pelo Ministério da Saúde para triagem de casos 
caninos de LV no Brasil, tendo em vista seu fornecimento restrito para atividades de 




O único animal positivo ao KD foi também o único veado-catingueiro (M. 
gouazoubira) examinado. Embora outros estudos tenham empregado o KD em amostras de 
mamíferos silvestres (264–267), não foram encontrados, em literatura, relatos de seu uso em 
amostras dessa espécie animal.  
Sabe-se que as imunoglobulinas produzidas por diferentes espécies animais 
exibem perfis distintos de ligação à proteína A empregada no KD: a IgG produzida por cães e 
gatos possui maior afinidade em relação a de bovinos e caprinos, que, por sua vez, possui 
afinidade superior àquela produzida por equinos (268). A afinidade à proteína A para a 
diversidade de espécies silvestres, entretanto, não é conhecida. Assim, são necessários 
maiores estudos para esclarecer a aplicabilidade do KD a amostras de diferentes espécies. 
Por outro lado, o DAT tem sido considerado um teste sorológico de referência em 
estudos epidemiológicos (269). A técnica foi validada para uso em humanos e animais, 
demonstrando elevada concordância com outras técnicas sorológicas, como RIFI e ELISA 
(270,271), além de elevados valores de sensibilidade e especificidade (269,272–277). Seu 
uso, entretanto, é particularmente importante em estudos envolvendo diferentes espécies 
animais, por não necessitar de anti-imunoglobulinas espécie-específicas (conjugado), o que é 
uma limitação para o uso de outras técnicas.  
A detecção de títulos elevados ao DAT permite a confirmação do diagnóstico, 
enquanto títulos baixos e menos específicos acarretam em prejuízos à especificidade. Nesses 
casos, o resultado é indicado para fins de triagem (278). Contudo, não há um ponto de corte 
padronizado para o uso do DAT na ampla variedade de espécies silvestres existente. A 
diluição de 1:320 foi padronizada para o uso do teste em amostras de canídeos (279), sendo 
posteriormente utilizada em diversos estudos envolvendo esses animais (93,270–
272,280,281).  Considerando o título de 320 como ponto de corte, os animais examinados 
neste estudo foram negativos, tendo em vista que apenas títulos de 20 e 40 foram detectados.  
Entretanto, valores de ponto de corte inferiores de 1:10 (282) e 1:40 (283) foram 
utilizados em estudos epidemiológicos envolvendo gambás e canídeos no Brasil. É importante 
observar que um sagui exibiu título de 40 com ambos os antígenos utilizados no DAT e a 
infecção desse animal por L. (L.) infantum foi confirmada pela detecção do DNA do parasita 
por PCR.  
Portanto, não é possível descartar a possibilidade de que os dez mamíferos 




infecção por Leishmania. Também não deve ser descartada a hipótese de que os títulos baixos 
e menos específicos detectados ao DAT tenham ocorrido por reação sorológica cruzada com 
outros parasitas, em especial com outros tripanossomatídeos.  
Os resultados sugerem que a análise de títulos de anticorpos obtidos com o DAT 
independentemente de um ponto de corte pode ser útil em estudos epidemiológicos 
envolvendo diferentes espécies silvestres, desde que sejam consideradas as limitações de 
títulos baixos. É evidente, entretanto, a necessidade de estudos com esforços para a 
padronização de pontos de corte para o uso do DAT na diversidade de espécies silvestres. 
É importante ressaltar que testes sorológicos e moleculares se baseiam em 
princípios distintos e seus resultados não são obrigatoriamente comparáveis. A PCR pode ser 
considerada um teste parasitológico ou direto, pois detecta fragmentos do parasita ou agente 
investigado. Um hospedeiro positivo em testes sorológicos e negativo ao exame direto pode 
ter sido exposto à infecção, o que não representa, necessariamente, sua capacidade de 
transmitir o agente ou de mantê-lo na natureza (36). De modo contrário, infecções recentes 
podem resultar na detecção de um agente por métodos diretos, com resultados negativos em 
testes sorológicos que pesquisam imunoglobulinas da classe IgG.  
Técnicas de exame direto são, em geral, menos efetivas para fins de detecção de 
agentes como Leishmania em animais silvestres, o que justifica os resultados negativos do 
exame direto de lâminas de esfregaço sanguíneo. A PCR, por sua vez, é uma técnica 
extremamente sensível, mas seu uso para diagnóstico de animais silvestres ainda é um desafio 
e requer padronização (36).  
Um achado interessante foi a detecção do DNA de T. cruzi em duas amostras 
sanguíneas de um mesmo D. albiventris, colhidas em um intervalo de três meses e a uma 
distância de cerca de oito quilômetros entre os pontos de captura. Não se pode descartar a 
possibilidade de o animal ter atuado na manutenção e dispersão do parasita nesse intervalo de 
tempo e espaço. Entretanto, não é possível fazer tal inferência somente baseando-se na 
detecção molecular do parasita.  
Assim, com base nos resultados, não é possível afirmar que este animal 
apresentava parasitemia, ou seja, que o parasita encontrava-se viável e em número suficiente 
na circulação sanguínea para ser transmitido a um vetor. Ainda que a parasitemia fosse 




determinar sua duração, ou seja, se o gambá infectado apresentou o parasita no sangue de 
modo constante ou intermitente no intervalo de três meses.  
A realização da cPCR para diferentes regiões-alvo de Leishmania e T. cruzi 
permitiu obter maior sensibilidade no diagnóstico molecular. A associação dos resultados 
obtidos com cada primer possibilitou a identificação de um maior número de indivíduos 
infectados: dentre os cinco mamíferos detectados com Leishmania, três foram identificados na 
ITS1-cPCR e dois nas reações para o kDNA de L. (L.) infantum. Um dos gambás detectados 
com infecção por T. cruzi foi identificado somente com o uso dos primers P35/P36, bem 
como a amostra colhida de um D. albiventris recapturado. 
A cPCR para a região HSP70 de Leishmania não permitiu confirmar a infecção de 
nenhum dos mamíferos examinados por sequenciamento genético, embora amostras 
sanguíneas de 20 animais tenham amplificado fragmento de tamanho esperado nessas reações, 
incluindo amostras de dois gambás confirmados com a infecção pelo parasita na ITS1-cPCR.  
Juntamente com as regiões do kDNA e ITS1, HSP70 está entre os alvos 
moleculares mais amplamente empregados devido à sua abundância em número de cópias no 
genoma de Leishmania (247). Os primers HSP70 utilizados foram desenhados para a técnica 
de HRM, para diferenciação de espécies de Leishmania nas Américas (247).  
É importante observar que dentre as amostras sanguíneas que amplificaram com o 
uso dos primers HSP70, quatro delas (animais #024, #025, #026 e #043) também exibiram 
amplificações na cPCR para a região ITS1 de Leishmania e para a região do minicírculo do 
kDNA de T. cruzi (primers P35/P36). Entretanto, também não foi possível confirmar a 
identidade dos produtos amplificados nessas reações por sequenciamento genético. 
Quando analisados em conjunto, esses resultados podem indicar a infecção desses 
animais por outra espécie de tripanossomatídeo ou mesmo de coinfecções, que podem 
interferir na amplificação da região-alvo e, consequentemente, nos resultados de 
sequenciamento. Portanto, as prevalências de animais detectados com infecção por 
Leishmania spp. (6,1%; 5/82) e por T. cruzi (3,7%; 3/82) podem estar submestimadas, uma 
vez que foram calculadas baseando-se apenas em resultados de PCR confirmados por 
sequenciamento genético.  
O uso dos primers para a região ITS1 permitiu também identificar a infecção de 




silvestres, com ampla distribuição geográfica nas Américas Central e do Sul (232). Conforme 
citado na justificativa desta tese, sua detecção em um gambá motivou a pesquisa de infecções 
por T. cruzi na fauna silvestre da APA, tendo em vista que comumente há sobreposição na 
distribuição geográfica desses agentes, que competem biologicamente por hospedeiros 
mamíferos, particularmente marsupiais (232). A hipótese de circulação de T. cruzi foi, 
portanto, confirmada pelos resultados obtidos. 
O uso de duas diferentes amostras biológicas (sangue e pele) também foi 
importante para aumentar a sensibilidade da detecção molecular de L. (L.) infantum, ou seja, 
foi identificado um maior número de mamíferos infectados utilizando-se as duas amostras, 
considerando-se que dentre os quatro animais detectados com o parasita, apenas um foi 
positivo em ambas. 
O sucesso na detecção do DNA de L. (L.) infantum em amostras sanguíneas 
depende do grau de parasitemia (284). Nesse sentido, a técnica de qPCR possui a vantagem de 
detectar cargas parasitárias muito baixas (260,285) e, em relação à cPCR, destaca-se por sua 
rapidez, reprodutibilidade, menor risco de contaminação e possibilidade de quantificar a carga 
parasitária (286). Alguns autores demonstraram sua maior sensibilidade para detecção de L. 
(L.) infantum em amostras de humanos e cães (287,288), enquanto outros consideram que a 
afirmação de que sua sensibilidade é superior à da cPCR seja uma generalização (286). 
Neste trabalho, a qPCR não permitiu a detecção e quantificação de L. (L.) 
infantum em amostras sanguíneas, mesmo naquelas identificadas como positivas nas reações 
convencionais (#002 e #079). A técnica foi utilizada a fim de aumentar a sensibilidade de 
detecção do parasita no sangue, que não é considerado como material biológico “ideal” para 
diagnóstico em cães e humanos, cuja sensibilidade é favorecida quando utilizadas amostras de 
biópsia ou punção de linfonodos, medula óssea, fígado e baço (289,290).  
A obtenção dessas amostras exige, contudo, procedimentos invasivos (291) e um 
maior planejamento e logística, sendo de difícil realização em estudos epidemiológicos, 
especialmente envolvendo captura de animais silvestres. Além disso, pouco se conhece sobre 
os sítios de localização e multiplicação de Leishmania nas diferentes espécies silvestres 
(36,106) e, portanto, sobre quais seriam as amostras ideais para o diagnóstico nesses animais.  
Para a identificação da espécie de Leishmania verificou-se que a cPCR associada 
ao sequenciamento genético foi suficiente em quatro das cinco amostras detectadas com o 




obtido na amostra sanguínea de um gambá (#086), identificado, entretanto, como pertencente 
ao subgênero Viannia. 
Dentre as técnicas empregadas para a diferenciação de espécies de Leishmania, a 
MLEE (multi locus enzyme electrophoresis) é considerada padrão ouro (292), mas seu uso 
possui desvantagens importantes, como a necessidade de cultivo em massa de parasitas, 
dificuldade em sua implementação e tempo considerável de execução (249,293,294). Assim, 
diversos métodos têm sido aprimorados para este fim.  
A técnica de HRM-qPCR tem sido descrita como capaz de detectar pequenas 
diferenças na composição nucleotídica de produtos específicos de qPCR, baseando-se em 
diferenças termodinâmicas no perfil das curvas de dissociação, possibilitanto explorar 
polimorfismos e diferenciar cepas em uma única reação (295). Seu uso para diferenciação de 
Leishmania ainda é recente, particularmente em amostras clínicas de animais silvestres, com 
raros relatos no Velho Mundo, onde a diversidade de espécies de Leishmania patogênicas é 
menor (296–298).  
Com o protocolo utilizado neste estudo, Hernández e colaboradores (247) 
diferenciaram seis espécies de Leishmania do Novo Mundo em isolados de humanos, vetores 
e mamíferos, com 100% de concordância com as técnicas tipicamente empregadas para 
caracterização das espécies do parasita, RFLP-PCR e MLEE.  
A PCR-RFLP é em outra técnica amplamente utilizada para diferenciação de 
espécies de Leishmania. Trata-se de uma análise pós-PCR, em que o produto é digerido por 
endonucleases de restrição, gerando fragmentos de tamanho específico que são visualizados 
por eletroforese e identificados de acordo com o padrão de bandas resultante (249).  
Todavia, neste trabalho as técnicas de HRM-qPCR e RLFP-PCR não permitiram 
identificar a espécie de L. Viannia envolvida na infecção do gambá #086, embora tenham 
possibilitado diferenciar cepas padrão de Leishmania e de amostras de linfonodo de casos 
autóctones de LVC da APA-Campinas, estas últimas com o uso da HRM-qPCR. 
Esses resultados demonstram as dificuldades no uso de técnicas moleculares para 
diferenciação de espécies de Leishmania em amostras clínicas, ao invés do parasita isolado. 
Embora não seja uma tarefa simples, a identificação da espécie é de extrema importância para 
fins epidemiológicos, de taxonomia e para o diagnóstico e tratamento adequado de pacientes, 




Com relação à FMB, sabe-se da importância da enfermidade em Campinas, 
município com o maior número de casos registrados no estado de São Paulo nos últimos anos 
(299). A região da APA foi sinalizada por placas indicando a presença de carrapatos vetores, 
que foi, de fato, verificada durante os trabalhos de campo. Os cuidados com o uso de EPIs, 
repelentes e verificação do corpo foram imprescindíveis nesta etapa. Chamou a atenção o 
relato do administrador de uma propriedade rural onde estava situado um grande fragmento de 
mata armadilhado, sobre a presença de capivaras e carrapatos e a ocorrência de dois casos de 
FMB entre funcionários da propriedade, com desfecho fatal em um desses casos.  
Considerando as características ecoepidemiológicas da área estudada e a 
conhecida circulação do agente, seus vetores e hospedeiros na região, esperava-se verificar a 
exposição (detecção de anticorpos) de gambás capturados à R. rickettsii. Contudo, verificou-
se que somente um D. albiventris foi positivo à RIFI. O animal exibiu título de 128, apenas 
uma diluição acima do ponto de corte (1:64), o que pode indicar a infecção por outras 
espécies de riquétsias do grupo da FMB, considerando que há reação cruzada entre elas (300). 
Outros estudos utilizaram a RIFI para detectar anticorpos anti-R. rickettsii em 
gambás, também amostrados no estado de São Paulo, entretanto, com amostras de tamanho 
inferior a deste estudo. As soroprevalências para D. albiventris foram de 20,0% (3/15) em 
Sorocaba; 50,0% (1/2) em São Bernardo do Campo; e 100,0% em Biritiba-Mirim (1/1) (301) 
e Paulicéia (5/5) (302). Para D. aurita, foram relatadas soroprevalências de 4,5% (1/22) na 
região metropolitana de São Paulo (195); 6,7% (1/15) em Sorocaba; 20,0% (1/5) em São 
Bernardo do Campo; 25,0% (3/12) em Biritiba-Mirim; 34,0% (17/50) em São Paulo; 50,0% 
(1/2) em Osasco; 60,0% (3/5) em Salesópolis (301); e 100,0% (17/17) em Peruibe (303).  
Em outros estados brasileiros, foram relatadas soroprevalências de 12,5% (1/8), 
31,6% (6/19) e 50,0% (2/4) em D. albiventris, respectivamente em Minas Gerais (304), Mato 
Grosso do Sul (305) e Rio Grande do Sul (306). Cabe ressaltar que os dados de 
soroprevalências nas diferentes localidades não são comparáveis, considerando-se, dentre 
outros fatores, as situações epidemiológicas distintas da FMB em cada local. 
Os resultados negativos obtidos neste estudo podem representar a real ausência de 
anticorpos na amostra da população de gambás examinada, o que pode ocorrer em (i) animais 
nunca infectados com o agente; ou (ii) que se infectaram, mas ainda não haviam desenvolvido 
resposta imune humoral no momento da amostragem; ou ainda (iii) animais que se infectaram 




Em condições experimentais, gambás (D. aurita) infectados com R. rickettsii 
desenvolveram níveis de anticorpos detectáveis à RIFI do quarto ao 12º dias pós-infecção, 
que permaneceram até o término do experimento, ao 180º dia. Dentre os cinco gambás que 
foram infectados por exposição experimental a carrapatos, um tornou-se soronegativo ao 130º 
dia pós-infecção e outro nunca foi soropositivo para o ponto de corte de 1:64 (307). 
Resultados sorológicos negativos também podem ocorrer devido à má 
conservação da amostra de soro ou por problemas na execução da técnica. Entretanto, neste 
estudo foram observados os cuidados com a refrigeração das amostras de sangue até a 
centrifugação e o posterior armazenamento das amostras de soro a -80° C em várias alíquotas 
e em diferentes freezeres. Além disso, a RIFI foi realizada em laboratório que realiza a técnica 
como rotina de atividades de vigilância e pesquisa.  
Por outro lado, resultados negativos em técnicas moleculares para detecção de 
riquétsias do grupo da FMB são comuns, mesmo em localidades onde há circulação desses 
agentes e/ou de carrapatos vetores infectados (300,308–314). Os resultados de PCR negativos 
neste estudo estão, portanto, de acordo com a literatura, tendo em vista que relatos de 
detecção molecular em amostras de animais silvestres são pontuais (315–318).  
Isso se deve à localização das riquétsias em células endoteliais e ao período de 
riquetsemia, em geral curto. Estudos indicam que, em condições experimentais, a duração da 
riquetsemia é de três a 13 dias em cães (319), de seis a 18 dias em capivaras (320) e de 16 a 
30 dias em gambás da espécie D. aurita (307).  
À medida que a FMB continua a representar risco à saúde humana, frente à sua 
alta letalidade, estudos envolvendo a fauna silvestre são importantes para entender como as 
riquétsias são mantidas em ciclos enzoóticos (321) e podem fornecer informações para 
auxiliar atividades de vigilância e controle (322). 
 
Implicações epidemiológicas da detecção de mamíferos silvestres infectados pelos 
tripanossomatídeos patogênicos Leishmania e Trypanosoma cruzi 
Dentre os oito mamíferos detectados com infecção por Leishmania ou T. cruzi, a 
maioria (sete) era gambás, incluindo duas diferentes espécies infectadas por Leishmania, D. 




Embora também tenham representarado a maioria (65%) dos mamíferos 
amostrados, os gambás são importantes, do ponto de vista epidemiológico, por serem 
considerados animais sinantrópicos, adaptando-se facilmente ao ambiente peridomiciliar, o 
que permite que frequentemente estejam em contato com humanos e animais domésticos 
(283), como ocorre na APA de Campinas.  
No que diz respeito à infecção por T. cruzi, os gambás são importantes 
hospedeiros do parasita em ciclos enzoóticos, quando se considera a característica particular 
de eliminação do parasita na secreção de suas glândulas anais, o que os diferencia dos demais 
hospedeiros (109,135). 
Gambás são também sugeridos como capazes de estabelecer um elo entre ciclos 
de transmissão rural e urbanos de LV no Brasil (323). À espécie D. albiventris é atribuído o 
papel de reservatório em ciclos de transmissão de L. (L.) infantum (58). O primeiro relato de 
isolamento do parasita nessa espécie ocorreu na Bahia (324), cuja infectividade ao vetor foi 
demonstrada posteriormente (325). A espécie D. marsupialis parece atuar na manutenção e 
transmissão de L. (V.) guyanensis nas áreas de ocorrência do parasita (64) e de L. (L.) 
infantum na Colombia e Venezuela (84,326,327).  
Já a espécie D. aurita tem sido estudada com menor frequência. A infecção 
natural dessa espécie por L. (L.) infantum foi registrada no Rio de Janeiro (328). Seu papel 
como reservatório não foi demonstrado, mas seu potencial em desempenhá-lo está 
relacionado à proximidade filogenética entre as espécies do gênero Didelphis (36).  
É importante ressaltar que os gambás estão entre os animais silvestres cuja 
infecção por tripanossomatídeos é mais frequentemente estudada. É necessário, portanto, 
esclarecer o papel de outras espécies, investigadas com menos frequência, na transmissão 
desses parasitas.  
A infecção natural de saguis (Callithrix spp.) por Leishmania, por exemplo, é 
ainda pouco estudada. Esse gênero de primatas neotropicais foi utilizado como modelo 
biológico em infecções experimentais com várias espécies do parasita (329–336). Para o 
estudo de infecções por L. (L.) infantum, Carneiro e colaboradores avaliaram esses animais 
como modelos biológicos inadequados, sugerindo-se que primatas do Novo Mundo tenham 




Há raros relatos da infecção natural de saguis por L. (L.) infantum, todos no estado 
de São Paulo, com evidência sorológica de infecção (337,338) e detecção molecular em 
amostras de linfonodo e de papa de leucócitos (338).   
Neste trabalho, foi identificada, pela primeira vez, a presença do agente da LV em 
amostra de pele de um sagui. Sabe-se que a multiplicação abundante do parasita na derme de 
cães domésticos é um dos fatores que os caracterizam como reservatórios em áreas de 
transmissão (53). Entretanto, a simples detecção molecular do parasita em um sagui não é 
suficiente para implicar que animais dessa espécie atuem como reservatórios na área estudada 
(339). Estudos envolvendo um maior número de espécimes do gênero Callithrix, que utilizem 
técnicas capazes de mensurar a viabilidade, quantificação e transmissibilidade do parasita ao 
vetor, se fazem necessários para elucidar o papel desses animais em ciclos de transmissão de 
L. (L.) infantum, especialmente porque estão em crescente contato com o homem. 
Quanto à detecção de um gambá infectado com L. Viannia, embora não tenha sido 
possível determinar a espécie de Leishmania, utilizando-se o BLASTn verificou-se que a 
sequência de DNA amplificada demonstrou maior percentual de identidade e menor E value 
quando comparada a sequências de L. (V.) guyanensis. Há, portanto, possibilidade de se tratar 
dessa espécie do parasita, que possui ocorrência aparentemente limitada à região Norte do 
Brasil, estendendo-se para as Guianas (64).  
Além disso, pertencem ao subgênero L. Viannia espécies de Leishmania 
relacionadas à LT em humanos. O achado pode indicar a importância de ações de vigilância 
epidemiológica para prevenir a reemergência da enfermidade na região da APA, tendo em 
vista que em 1993-1994 houve um surto de LT entre moradores dessa área. Corte e 
colaboradores (45) descreveram o surto, associando-o à expansão urbana do município de 
Campinas para o interior do território da APA nas décadas de 1970 e 1980.  
Também o surto de LVC em Campinas despertou a atenção para sua relação com 
o histórico de ocupação da APA e o contato próximo de cães com a mata e a fauna silvestre 
(47). No ano de 2009, por ocasião da investigação do primeiro caso canino autóctone, 
mamíferos silvestres das espécies Nectomys squamipes (rato d’água), D. albiventris, C. 
penicillata e Gracilianus agilis (cuíca), foram capturados em áreas arborizadas do 
condomínio onde o cão habitava. No total, 40 animais foram amostrados e avaliados por PCR, 




A proximidade entre residências e fragmentos de mata ou vegetação da APA foi 
verificada durante os trabalhos de campo, ilustrada na Figura 10, e também relatada durante a 
investigação em 2009, que apontou a proximidade de 100 m entre as residências e áreas de 
mata onde foram capturados flebotomíneos e mamíferos silvestres (47).  
No estado do Rio de Janeiro, cães vivendo a 100 m ou menos de florestas 
apresentaram chance 3,49 vezes superior de estarem infectados com o agente da LV e a 
presença de gambás no peridomicílio aumentou 2,6 vezes a chance de infecção em cães. Foi 
registrada prevalência de anticorpos de 29,0% entre os 31 gambás capturados nessa área 
(340). 
A manutenção de uma área de segurança entre habitações humanas e áreas de 
mata é uma medida recomendada no programa de controle da LV no Brasil. Isso se deve 
especialmente às características epidemiológicas da LV em décadas passadas e à distribuição 
do vetor Lu. longipalpis, originalmente encontrado em regiões de mata na região Norte e 
Nordeste do país (58).  
A partir da década de 1980, entretanto, verificou-se um nítido processo de 
urbanização e expansão da LV, associado à adaptação de Lu. longipalpis (90). Sugere-se que 
essa adaptação tenha ocorrido por diversos processos, incluindo aqueles que foram 
verificados na APA de Campinas: expansão urbana associada ao desmatamento e 
deslocamento populacional para a periferia de grandes centros urbanos, que diminuem a 
disponibilidade de animais silvestres como fonte alimentar do vetor e colocam cães e 
humanos como alternativas mais acessíveis (58,61,341).  
Situação bastante semelhante à da APA de Campinas foi investigada por Barroso 
et al. (342) na região do Chaco, na Argentina. Foram avaliados 77 cães que viviam em uma 
área de floresta onde ocorreram dois casos índices de LV humana, detectando-se 13,0% de 
prevalência de infecção por Leishmania. Os autores sugeriram que o início da ocorrência 
focal de casos caninos e humanos de LV numa região silvestre, endêmica para LT, com uma 
prevalência canina relativamente baixa, é claramente compatível com o envolvimento de 
mamíferos silvestres como reservatórios do parasita, hipótese que não deve ser descartada 
para “explicar” o foco de LVC na APA-Campinas. 
Os resultados obtidos neste trabalho evidenciam a participação de animais da 
fauna silvestre no ciclo de transmissão da LV na APA, mas não é possível determinar quais 




transmissão do parasita entre cães a um ciclo enzoótico silvestre existente anteriormente; ou 
se cães infectados que foram introduzidos na APA serviram de fonte de infecção para a fauna 
silvestre; ou, ainda, se ambos os processos ocorreram. 
Independente da origem da circulação de L. (L.) infantum entre animais da APA 
de Campinas, é importante analisar os resultados obtidos e o cenário ecoepidemiológico da 
LV nessa localidade à luz do programa nacional de controle da LV. 
Os pilares do programa foram propostos há mais de 50 anos (343) e há problemas 
estruturais e dificuldades operacionais importantes que impedem que sejam executados com 
êxito, como a insuficiência de insumos, de recursos humanos e financeiros (344). As medidas 
atualmente recomendadas pelo Ministério da Saúde, baseadas principalmente no controle do 
reservatório canino e na aplicação de inseticidas, não têm sido suficientes para reduzir a 
prevalência em regiões endêmicas (84,341,345).  
A baixa efetividade da eliminação de cães ocorre por uma combinação de fatores. 
Os cães são definidos como infectados baseando-se em técnicas sorológicas que podem 
ocasionar resultados falso-positivos ou falso-negativos (346), este último especialmente em 
cães assintomáticos (347). Os testes não refletem a capacidade do animal em infectar vetores 
e, portanto, de atuarem como reservatórios no ciclo de transmissão (346). Frequentemente há 
um longo intervalo entre a realização da sorologia e a eliminação do cão (53,348), além de 
resistência social à sua execução tendo em vista a relação afetiva com esses animais (344). 
Além disso, a substituição dos cães costuma ocorrer em taxas elevadas e rapidamente 
(84,349,350). 
Na Europa, embora o cão seja considerado o principal reservatório em áreas 
endêmicas, reservatórios silvestres foram atribuídos à falta de sucesso no controle da LV 
(351). A participação de reservatórios silvestres nos ciclos de transmissão no Brasil também 
tem sido proposta (36,351).  
Assim, a eliminação de cães como medida de controle da LV parece inadequada, 
particularmente em áreas como a APA, em que: (i) as residências humanas estão situadas no 
interior de áreas de mata; (ii) há baixa densidade populacional de Lu. longipalpis; (iii) há 
baixa incidência anual de casos caninos (48); (iv) há inúmeras dificuldades de execução das 
medidas de eliminação de cães, considerando-se que os casos ocorrem em residências de alto 
padrão socioeconômico, com acesso a veterinários particulares e a alternativas como o 




com o parasita e vivendo em proximidade com o homem e animais domésticos, o que foi 
verificado nesse estudo. 
É clara, portanto, a necessidade de revisão do programa nacional de controle da 
LV, especialmente no que diz respeito à uniformidade das ações previstas. A proposição de 
medidas eficazes é, obviamente, um desafio, mas é fundamental que sejam medidas 
estratégicas, considerando as características particulares de cada área de transmissão. Ou seja, 
o contexto epidemiológico de cada área de transmissão deve influenciar o conjunto de 
medidas de controle da doença, para que sejam viáveis e com potencial de impacto nos 
âmbitos local e regional. 
A recomendação de incluir medidas específicas a áreas rurais e silvestres foi 
proposta por outros autores. Curi e colaboradores (352) as recomendaram ao verificar que 
cães vivendo em áreas rurais do estado de Minas Gerais, localizadas em até dois quilômetros 
de cinco APA com fragmentos de Mata Atlântica, exibiram fatores de risco para LV distintos 
daqueles descritos para cães de áreas urbanas. Os autores sugeriram a esterilizição dos cães 
para redução populacional, educação dos proprietários e limitação legal do número de cães 
por casa em habitações próximas a áreas silvestres (352).  
Considerando as características socioeconômicas da população residente na área 
do foco de LVC na APA, medidas de proteção individual direcionadas aos cães podem ser 
úteis. Essas medidas têm sido amplamente difundidas ao redor do mundo nos últimos anos. 
Dentre elas, destaca-se o uso de repelentes e inseticidas tópicos ou em coleiras (353), cujo 
custo é uma limitação para uso em larga escala (89). A telagem de janelas e portas e a 
manutenção dos cães no interior das residências a partir do final da tarde também podem ser 
indicadas (58).  
Há, ainda, uma vacina comercialmente disponível para cães no Brasil e que pode 
ser adquirida para imunização desses animais. Dois estudos recentes, realizados em 2016 e 
2017, avaliaram o uso da vacina em ensaios de campo em áreas endêmicas. Em um desses 
estudos a imunização dos cães foi considerada significativamente efetiva para a profilaxia da 
LVC (354), enquanto o outro considerou a vacina promissora, mas estimou que a 
imunoprofilaxia, além da eliminação do reservatório canino, podem não impactar na redução 
da incidência de infecção entre cães em áreas com altas taxas de transmissão (355). 
Não há, portanto, comprovação do impacto das medidas de proteção individual 




motivo, essas medidas ainda não são recomendadas pelo programa de controle 
(53,58,89,356).  
Recentemente, o farmáco Milteforan
™
 (Virbac, Brasil), cujo princípio ativo é a 
miltefosina, foi registrado para tratamento canino no Brasil (Nota Técnica Conjunta 
MAPA/MS, nº 001/2016, 01/09/2016). A OMS recomenda que medicações utilizadas para o 
tratamento humano da LV não sejam empregadas no tratamento canino, não só pela baixa 
eficácia parasiticida nesses animais, mas pelo potencial em selecionar parasitas resistentes 
(53). Embora a miltefosina não seja utilizada para tratamento humano no Brasil, o fármaco 
tem sido empregado no tratamento de casos antimoniais-resistentes na Índia, desde 2002. No 
país, mais de 90% dos casos ocorrem em locais onde há resistência aos antimoniais 
pentavalentes (357).  
Do ponto de vista da Saúde Única, é importante ressaltar que as medidas de 
controle que são direcionadas aos cães em áreas silvestres visam também à conservação da 
saúde da fauna que está em contato com esses animais. Foi sugerido que cães infectados com 
o agente da LV vivendo em áreas rurais e silvestres produzem um impacto ecológico maior 
que em saúde pública, ressaltando-se, porém, que não deve haver negligência com relação aos 
indivíduos humanos que vivem ou frequentam essas regiões (352).  
A circulação de T. cruzi entre animais da fauna da APA também representa um 
achado importante. Embora os casos de doença de Chagas no Brasil sejam 
predominanetemente resultantes de transmissão oral ou de casos crônicos de transmissão 
vetorial no passado (133,139), a certificação do Brasil como país livre de transmissão vetorial 
intradomiciliar por T. infestans não deve “anular” a existência de inúmeras outras espécies de 
triatomíneos com capacidade vetorial amplamente distribuídas nas Américas (358,359), que 
interagem com o ambiente em constante modificação e podem adaptar-se a novos ecótopos 
(360).  
No Nordeste brasileiro, por exemplo, as espécies T. brasiliensis e T. 
pseudomaculata têm sido frequentemente relatadas em habitações humanas e sugeridas como 
espécies de importância epidemiológica na região (359,361–363). O último boletim 
epidemiológico com dados de vigilância entomológica de triatomíneos em São Paulo, 
referente ao período de 2007 a 2009 (360), relatou a espécie T. sordida como a mais 
prevalente, seguida por P. megistus, destacando a aproximação crescente desta última espécie 




O controle da transmissão vetorial intradomiciliar também não elimina a 
possibilidade de transmissão vetorial ocasional, por invasão do homem a espaços silvestres 
(364). É importante observar que em áreas como a APA de Campinas, as residências estão 
construídas em meio à mata, havendo uma estreita relação entre o homem e a natureza, seja 
por parte de moradores ou de indivíduos que frequentam a área para atividades de ecoturismo. 
A presença de gambás infectados nas proximidades das residências pode 
ocasionar em contaminação do ambiente e de alimentos com o conteúdo de suas glândulas 
anais, além de servirem como fonte de infecção a cães domésticos, quando estes circulam 
livremente nas áreas de mata, ou mesmo no peridomicílio, e podem caçar gambás infectados 
(365).  
A possibilidade de transmissão de T. cruzi a cães por animais silvestres, como 
gambás e roedores, foi também discutida por Lucheis e colaboradores (366), quando 
verificaram altas taxas de infecção pelo parasita em cães que pertenciam a 30 indivíduos com 
doença de Chagas crônica na região de Botucatu, São Paulo, no ano de 2001. Os autores 
relataram que, embora não tenham sido capturados triatomíneos nas residências desses 
indivíduos, 86,0% (43/50) dos cães amostrados nos domicílios foram positivos por 
xenodiagnóstico e/ou isolamento e/ou PCR, incluindo-se 44,0% (22/50) de cães positivos 
simultaneamente pelos três métodos. Os autores não descartaram, ainda, a possibilidade de 
transmissão vetorial na região estudada. 
Portanto, a circulação de T. cruzi entre animais da fauna silvestre, até então 
desconhecida na APA, atenta para a necessidade de ações de vigilância contínuas. Tendo em 
vista o cenário de interrupção da transmissão vetorial por T. infestans, há risco de negligência 
da doença de Chagas, por parte das instituições responsáveis pela vigilância e controle da 
enfermidade no Brasil, especialmente diante da ocorrência de surtos de doenças de grande 
repercussão, como a dengue (133) e, mais recentemente, chikungunya, zika e febre amarela.  
 
Considerações finais 
As relações de interdependência entre saúde animal, humana e do meio ambiente 
são cada vez mais evidentes, mas há, ainda, alguns desafios a serem superados. A associação 
entre saúde humana e da fauna silvestre é, muitas vezes, negligenciada, quando comparada ao 




A inclusão da fauna silvestre em atividades de vigilância ou de pesquisa é 
complexa, dentre outros fatores, devido ao difícil acesso a esses animais e à falta de validação 
de alguns testes diagnósticos (234). São necessários, contudo, maiores esforços globais e 
investimentos para detectar precocemente a circulação de patógenos entre animais da fauna 
silvestre, a fim de reduzir o risco de transmissão para o homem e seus animais domésticos 
(15) e de proteger a saúde da fauna e a biodiversidade. 
A escassez de vacinas e medicamentos que possam ser efetivamente utilizados 
para controle de enfermidades em animais de vida livre faz com que sejam poucas as opções 
aplicáveis a esses animais (367). Impedir as perturbações ocasionadas por atividades humanas 
não é simples, mas a regulamentação e fiscalização dessas atividades é uma medida 
importante e possível. 
Neste estudo, verificamos que mamíferos da fauna silvestre infectados por agentes 
de importantes enfermidades zoonóticas, LV e doença de Chagas, coabitam com o homem e 
animais domésticos em uma área protegida de remanescentes florestais. Essa proximidade foi 
ocasionada por um processo de urbanização, embora contra as diretrizes de uma área 
protegida. Ações de educação em saúde são necessárias para trabalhar essas informações 
junto à população que vive ou frequenta a APA-Campinas e que deve, portanto, conhecer a 
ocorrência dos parasitas na região e as formas de transmissão dessas zoonoses. 
Considerando a proximidade verificada entre animais silvestres infectados pelo 
agente da LV com o homem e animais domésticos, além das características da transmissão da 
infecção na APA e a discussão sobre a eficácia da eliminação do reservatório canino, 
abordadas anteriormente, há necessidade de revisão do programa de controle brasileiro, para 
que medidas estratégicas possam ser adotadas de acordo com as particularidades de cada área 
de transmissão. 
Tendo em vista as ações previstas no programa de vigilância da LV, são 
conhecidos os dados sobre a infecção canina e os vetores que ocorrem na região da APA. 
Entretanto, não há registros atuais dessas informações no que diz respeito à circulação do 
agente da doença de Chagas nessa região.  
Assim, é importante elucidar, em estudos futuros, outros fatores relativos ao ciclo 
de transmissão de T. cruzi na APA, como o levantamento de espécies e da infecção de 




de cães domésticos pode ser útil, tendo em vista que esses animais são propostos como 
sentinelas no Brasil (39,110,160). 
Por fim, uma observação interessante é a de que as espécies M. gouazoubira, C. 
penicillata, e D. aurita não estão listadas no levantamento faunístico realizado pela 






 Verificou-se a circulação de Leishmania em animais da fauna silvestre da APA de 
Campinas, em áreas próximas ao foco de LVC, sugerindo a relação entre a infecção canina e 
de animais silvestres; 
 Técnicas sorológicas evidenciaram a exposição de animais silvestres à Leishmania, 
sendo necessários estudos para validação do uso destas técnicas em diferentes espécies; 
 A PCR convencional associada ao sequenciamento genético foi útil para detecção dos 
tripanossomatídeos patogênicos L. (L.) infantum e T. cruzi, e o uso de diferentes iniciadores 
atribiu maior sensibilidade ao diagnóstico molecular; 
 Não houve detecção de L. (L.) infantum em amostras sanguíneas dos mamíferos 
silvestres capturados pela técnica de qPCR, mas o parasita foi detectado em duas dessas 
amostras por meio da cPCR associada ao sequenciamento genético; 
 As técnicas de HRM-qPCR e PCR-RFLP permitiram diferenciar espécies de 
Leishmania de cepas padrão, mas não identificaram a espécie do subgênero Viannia envolvida 
na infecção de um gambá, o que demonstra as dificuldades na aplicação dessas técnicas 
moleculares a amostras clínicas de mamíferos silvestres; 
 O DNA de riquétsias do grupo da FMB não foi detectado nos mamíferos examinados, 
reiterando os relatos de testes moleculares negativos em amostras sanguíneas de animais 
silvestres; 
 Embora apenas um gambá examinado tenha apresentado evidência de exposição à R. 
rickettsii por sorologia, estudos envolvendo a fauna silvestre devem ser incentivados, pois 
ajudam a entender como as riquétsias são mantidas em ciclos naturais; 
 A infecção de mamíferos silvestres por agentes de zoonoses com potencial 
importância à saúde pública capturados em áreas de habitações humanas reforça a 
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